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ABSTRACT/RESUMEN EN INGLÉS 
 
Infectious bursal disease virus (IBDV), a double-stranded (ds) RNA virus that belongs to the 
family Birnaviridae, is an economically important avian pathogen. Elucidation of the 
organization of the viral components and their assembly pathway is a key step to understand the 
IBDV viral cycle, and might provide clues for therapy in new vaccine design and development 
of new biotechnology tools.  
 
The IBDV viral particle is composed of two major proteins, VP2 and VP3, but its capsid, based 
on a single-shelled T=13 lattice, is built of VP2 trimers. VP2 is synthesized as a protein 
precursor, called pVP2, whose C-terminal end is proteolytically processed during the capsid 
assemby. The structural polymorphism of pVP2, i.e. the ability of VP2 to assemble into 
hexamers or pentamers, is due to an amphipathic α helix located at this C-terminal end which 
acts as a transient conformational switch. VP3, the other major protein, would temporally 
participate in capsid assembly by electrostatic interactions of its C-terminal region with the 
molecular switch, acting as a molecular triggering factor. In addition, capsid protein 
oligomerization is also controlled by the progressive trimming of the VP2 C-terminal domain. 
These molecular mechanisms have been revealed by three-dimensional cryo-electron 
microscopy maps at or close to subnanometer resolution combined with atomic models of VP2. 
Viral assembly is correlated with different conformations of the amphipatic α helix in the 
precursor capsid, as a five-α-helix bundle at the pentamers or an open star-like conformation at 
the hexamers. These results are reminiscent of the assembly pathway of positive single-stranded 
RNA viruses such as nodavirus and tetravirus. 
 
At least six natural virion populations of IBDV can be purified by ultracentrifugation on density 
gradients from IBDV infected cells. Differences between the IBDV populations are based on 
their genomic complement; the denser the viral population, the higher the dsRNA content and 
infectivity efficiency. However, these viral populations share the same protein composition and 
stoichiometry with an outstanding high copy number of RNA-dependent RNA-polymerase 
molecules (12). dsRNA molecules at the capsid interior are homogeneously complexed with 
VP3, making ribonucleoprotein complexes (RNPs). Therefore, VP3 behaves as a scaffolding 
protein for assembly control but accomplishes additional roles interacting with the genome. We 
have purified functionally active RNPs that have been biochemically and structurally 



































                                                                                                                Introducción 
 
 3
Análisis multidisciplinar de las relaciones estructura-función 
de los componentes del virus de la bursitis infecciosa. 
 
Los virus son un paradigma en la estrategia de optimización de recursos debido a que su 
limitada capacidad para la codificación de proteínas les hace valerse de principios generales 
simples para llevar a cabo sus múltiples funciones vitales. Las claves de esta optimización de 
recursos son el uso de relaciones de simetría y el polimorfismo conformacional de las proteínas 
estructurales (conformaciones espaciales y temporales). Los contactos intermoleculares en las 
asociaciones de macromoléculas implican estructuras cuaternarias distintas formadas a partir del 
mismo producto génico (Johnson y Speir 1997; Harrison 2001; Castón y col. 2008). La 
flexibilidad conformacional espacial y temporal confiere, al menos, dos ventajas fundamentales: 
permite que estas superficies de interacción asimilen mutaciones en su evolución, y también que 
puedan interaccionar con numerosos ligandos. Por otra parte, la cápsida viral tiene que encarar 
múltiples funciones específicas: se ensambla en un compartimiento cerrado, selecciona el ácido 
nucleico viral en el entorno celular, protege el genoma viral durante su transporte de un 
hospedador a otro, reconoce la siguiente célula huésped y, finalmente, libera el ácido nucleico 
para su replicación. Algunas cápsidas incluso participan activamente en la replicación del 
genoma viral (Lawton y col. 1997a; Gouet y col. 1999). Además, tienen que compaginar todas 
estas funciones con una elevada tasa de mutación para contrarestar al sistema inmune del 
hospedador.  En consecuencia, la visión de las cápsidas virales como estructuras cerradas inertes 
es poco adecuada, y deben ser consideradas como estructuras dinámicas. 
 
La arquitectura de los virus icosaédricos puede ser descrita mediante el concepto de la 
cuasiequivalencia (Caspar y Klug 1962), donde la estructura de la cápsida viene definida por su 
número de triangulación (T). Los virus más simples están formados por 60 subunidades 
idénticas dispuestas con simetría icosaédrica, donde todas las subunidades tienen interacciones 
equivalentes (T=1). La formación de cápsidas más grandes, con un volumen adecuado para 
empaquetar el genoma infeccioso, consiste de múltiplos enteros de 60 subunidades (T >1) con 
contactos cuasiequivalentes (no idénticos). Es decir, existe una cierta flexibilidad en los 
contactos intersubunidades, lo que implica ligeras variaciones en la estructura tridimensional de 
las subunidades proteicas. El número T va a describir por tanto el número de entornos 
cuasiequivalentes de la subunidad estructural, debiendo modificar ligeramente su plegamiento 
(en realidad, su patrón de interacciones). En la práctica, los virus muestran un amplio rango de 
adhesión a este principio, pudiendo disponerse en las diferentes posiciones cuasiequivalentes 
una única proteína con distintas conformaciones o varias proteínas con conformaciones 
similares (en cuyo caso se denomina pseudoequivalencia y viene definida por un número P en 
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lugar de T). Por ello, se habla de cápsidas virales equivalentes, cuasiequivalentes y no-
equivalentes. 
 
Los diferentes estados conformacionales pueden estar controlados por factores como regiones 
proteicas flexibles (bucles y zonas N o C terminales), interacciones con RNA, iones metálicos, 
pHs o distintas combinaciones entre los anteriores (Johnson 1996). Si consideramos el 
ensamblaje de virus especialmente grandes y/o complejos, estos factores, denominados 
interruptores moleculares (molecular switches), suelen ser insuficientes. Así, la formación de 
cápsidas complejas puede requerir una o varias proteínas auxiliares (proteínas de andamiaje, 
accesorias y/o proteasas) que van a actuar como factores morfogénicos que inducen los cambios 
estructurales necesarios (Dokland 2000; Morais y col. 2004). 
 
La compresión de los procesos biológicos mediados por asociaciones de macromoléculas, 
incluyendo las cápsidas virales, requiere establecer la organización de sus componentes 
(Thornton y col. 2000; Sali y col. 2003). La difracción de rayos X y la espectroscopía de 
resonancia magnética nuclear (NMR) proporcionan información acerca de las estructuras 
atómicas de los módulos o subunidades de los complejos supramoleculares. Debido a la 
dificultad en la producción y cristalización para su análisis por rayos X, la cantidad de 
estructuras determinadas para estas asociaciones de macromoléculas es baja en comparación 
con los componentes individuales resueltos. La microscopía electrónica (ME) representa el nexo 
de unión entre las biologías celular y estructural de alta resolución, ya que facilita la 
comprensión de la estructura atómica en su contexto biológico (a menor resolución), 
especialmente cuando tanto los ensamblados macromoleculares como sus interrelaciones están 
implicados.  
 
La aplicación de los métodos de criomicroscopía electrónica (crioME) ha experimentado un 
crecimiento dramático en los últimos años, ya que permite la visualización directa de 
ensamblados macromoleculares en su conformación nativa. La combinación de la crioME con 
métodos de procesamiento de imágenes ha permitido obtener una visión muy completa y 
detallada de la organización estructural de numerosas macromoléculas y agregados 
supramoleculares en tres dimensiones como ribosomas, complejo del poro nuclear, RNA 
polimerasa, microtúbulos, flagelo bacteriano, chaperonas, virus, etc. (Hinshaw y col. 1992; 
Nogales y col. 1995; Verschoor y col. 1996; Baker y col. 1999; Llorca y col. 1999; Ranson y 
col. 2001; Yonekura y col. 2003; Kostek y col. 2006). Y, lo que probablemente es más 
importante, permite un análisis dinámico de dichas máquinas moleculares, que a menudo son 
complejos transitorios. Por tanto, se presenta como una aproximación experimental básica para 
la comprensión mecánica de los procesos celulares y bioquímicos. 




Las razones del tremendo impulso que ha experimentado la crioME son, básicamente, (i) el 
incremento en resolución de los volúmenes reconstruidos (hasta 5-6 Å), y (ii) la posibilidad de 
analizar las máquinas moleculares, no sólo en su conformación nativa, sino también en su 
contexto celular, mediante métodos de tomografía electrónica (Baumeister y Steven 2000). En 
el campo de la crioME, estos avances requieren de métodos bioinformáticos para deducir el 
plegamiento del complejo (ajuste de estructuras atómicas o modelos homólogos, predicción de 
elementos de estructura secundaria, etc.).  
 
 
1.1 El virus de la bursitis infecciosa (IBDV) 
 
La familia Birnaviridae engloba los géneros Aquabirnavirus, Entomobirnavirus y 
Avibirnavirus, siendo sus miembros representativos el virus de la necrosis pancreática 
infecciosa (IPNV), el virus X de Drosophila (DXV) y el virus de la bursitis infecciosa (IBDV), 
respectivamente (Fauquet y col. 2005). 
 
IBDV es el agente causal de la enfermedad de la bursitis infecciosa. Esta enfermedad, altamente 
contagiosa, afecta a pollos jóvenes y se caracteriza por la destrucción de la bolsa de Fabricio 
(Kaufer y Weiss 1980). Este hecho provoca una inmunosupresión severa y, por tanto, una 
elevada susceptibilidad frente a patógenos oportunistas que produce grandes pérdidas en la 
industria avícola a nivel mundial (van den Berg y col. 2000). 
 
IBDV se caracteriza por ser muy resistente a tratamientos tradicionalmente empleados para la 
desinfección tales como la inactivación química o por calor. Hasta ahora,  el único método 
eficaz disponible para el control de la bursitis infecciosa consiste en la implementación de 
programas vacunales intensivos (Negash y col. 2004). El uso indiscriminado de vacunas 
atenuadas ha facilitado una rápida diseminación del virus (Yamaguchi y col. 2000), llegando a 
detectarse anticuerpos neutralizantes frente a IBDV incluso en muestras de suero de pingüinos 
emperador (Spheniscidae aptenodytes)  procedentes de colonias antárticas (Gardner y col. 
1997). La búsqueda de nuevas estrategias para controlar y, eventualmente, erradicar la 
enfermedad es por tanto prioritaria. Esta necesidad es especialmente acuciante para los países 
del tercer mundo, donde el pollo constituye la base proteica de la dieta y en los que el 
mantenimiento de programas de vacunación tan complejos y costosos como los actuales resulta 
prácticamente inviable. 
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1.2 Organización genómica de IBDV 
 
El genoma de IBDV está formado por dos segmentos de RNA de cadena doble (dsRNA)  de 3,2 
kb (segmento A) y 2.8 kb (segmento B) (Muller y col. 1979; Muller y Nitschke 1987a) con 
regiones no codificantes (UTR) en los extremos 5’ y 3’. El proceso de transcripción del dsRNA 
viral se lleva a cabo de forma semiconservativa (Spies y col. 1987), siendo la hebra positiva 
desplazada por el RNA de nueva síntesis (Figura 1). 
 
El segmento A contiene dos fases abiertas de lectura (ORFs) parcialmente solapantes. La 
primera de ellas codifica la proteína no estructural VP5 (145 aa, 17 kDa), una proteína citolítica 
de membrana (Lombardo y col. 2000) que, aunque dispensable para la replicación del virus en 
cultivos celulares (Mundt y col. 1997), es importante en la patogénesis in vivo, ya que 
probablemente está implicada en la liberación y dispersión de la progenie viral (Yao y col. 
1998). La segunda ORF codifica una poliproteína de 107 kDa (1012 aa) que se autoprocesa 
proteolíticamente dando lugar a las proteínas pVP2 (512 aa, 54 kDa), VP4 (244 aa, 25 kDa) y 
VP3 (256 aa, 28 kDa) en un proceso cotraduccional mediado por la propia VP4 (Kibenge y col. 
1988a; 1988b). Inicialmente, se propuso que la proteasa VP4 de los birnavirus utilizaría un 
mecanismo catalítico mediado por residuos Ser y Lys conservados en su centro activo, lo que 
las diferenciaría de otras proteasas virales (Birghan y col. 2000; Lejal y col. 2000; Petit y col. 
2000). La reciente resolución de la estructura cristalográfica de la VP4 de varios miembros de la 
familia (Feldman y col. 2006; Lee y col. 2007), ha demostrado la validez de dicha hipótesis, así 
como la homología estructural con otras proteasas con una diada catalítica Ser/Lys como la 
proteasa bacteriana Lon (Botos y col. 2004; Botos y col. 2005), las proteínas de respuesta a 
daño en el DNA LexA (Luo y col. 2001) y UmuD’ (Peat y col. 1996), o el represor c1 del 
bacteriófago λ (Bell y col. 2000).  
 
pVP2 es la forma precursora de de loa proteína estructural de la cápsida, VP2. Los 71 residuos 
carboxilo terminales de pVP2 (512 aa), comprendidos en el denominado dominio carboxilo 
terminal de pVP2 (pVP2CTD), son posteriormente procesados para dar lugar a la forma 
madura, VP2 (441 aa, 48 kDa). Se ha propuesto que la maduración postraduccional de pVP2 
está mediada por dos eventos proteolíticos: el procesamiento de los pVP2CTD en dianas 
secundarias Ala-Ala de la proteína VP4 en las posiciones 487, 494 y 501 (generando hasta 
cuatro variantes de pVP2),  y el procesamiento entre los residuos 441 y 442, mediante un 
mecanismo aún sin determinar, que da lugar a la proteína VP2 madura. Estos procesos requieren 
el ensamblaje de la cápsida viral (Chevalier y col. 2002) y  los pequeños polipéptidos generados 
quedan incorporados en las partículas virales (Da Costa y col. 2002) y podrían conferir 
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irreversibilidad al ensamblaje al igual que ocurre en los procesos morfogenéticos de otros 
sistemas virales (Gallagher y Rueckert 1988; Zlotnick y col. 1994; Schneemann y col. 1998). 
Además, dichos péptidos poseen la capacidad de desestabilizar membranas, tanto sintéticas 
como biológicas, y formar poros en las mismas, por lo que ha sido ha sido sugerida su 
implicación en el proceso de internalización del virus (Chevalier y col. 2005; Galloux y col. 
2007). 
 
El segmento B contiene una única ORF que codifica la RNA-polimerasa RNA-dependiente 
(RdRp) viral, una proteína de 97 kDa (879 aa) denominada VP1 (Muller y Nitschke 1987b; 
Morgan y col. 1988; von Einem y col. 2004) (Figura 1). Al igual que las polimerasas de otros 
virus dsRNA, VP1 cataliza tanto la transcripción como la replicación del genoma viral (Spies y 
col. 1987; Xu y col. 2004; Pan y col. 2007), siendo la síntesis de RNA iniciada mediante el 
cebado proteico del RNA molde (Muller y Nitschke 1987b; Spies y Muller 1990). Aunque la 
polimerización y el cebado del RNA suelen ser llevados a cabo por componentes virales 
diferentes, en el caso de los birnavirus la polimerasa realiza ambas funciones. VP1 tiene 
actividad de autoguanilación mediante la cual es capaz de cebar la síntesis de RNA (Spies y 
Muller 1990; Dobos 1993; Shwed y col. 2002; Xu y col. 2004). Tras este proceso, la proteína 
VP1 permanece covalentemente unida a los extremos 5’ del RNA viral de nueva síntesis. Esta 





Figura 1. Organización genómica de IBDV. El segmento A contiene dos ORFs que codifican la proteína VP5 y la 
poliproteína viral, respectivamente. La poliproteína es procesada cotraduccionalmente dando lugar a las proteínas 
pVP2, VP3 y VP4. pVP2 es procesada postraduccionalmente en su extremo carboxilo terminal para dar lugar a la 
forma madura VP2. El segmento B contiene una única ORF que codifica la RNA-polimerasa RNA dependiente 
(RdRp), VP1. 
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1.3 Estructura y morfogénesis de IBDV 
 
1.3.1 Componentes estructurales del virión de IBDV 
 
IBDV es un virus icosaédrico carente de envuelta lipídica. La estructura tridimensional (3D) de 
la partícula viral, resuelta mediante reconstrucción de imágenes obtenidas por criomicroscopía 
electrónica, ha mostrado que el virus presenta una única envuelta proteica (Böttcher y col. 1997; 
Castón y col. 2001). La cápsida del virión muestra una topografía molecular basada en un 
número de triangulación T=13, presentándose las subunidades fundamentales en forma de 
trímeros (Figura 2). La partícula, de un grosor medio de 9 nm, no presenta un carácter esférico, 
ya que entre los ejes de orden 5 tiene un diámetro de unos 72 nm, mientras que entre los ejes de 
orden 3 el diámetro aproximado es de 66 nm.  Para partículas altamente simétricas como son los 
virus, el mapa tridimensional no solamente revela la forma del virus sino también la 
organización y forma de sus componentes, su estequiometría y los cambios sistemáticos en la 
conformación de sus unidades estructurales que permiten la formación de la cápsida. Así, la cara 
externa del virión está formada por un total de 260 protusiones triméricas que se disponen en 
cinco entornos locales (a-e, mostrado en Figura 2A), permitiendo interacciones muy estrechas 
entre algunos trímeros vecinos, mientras que otros se encuentran muy separados (Figura 2A). 
La cara interna de la cápsida, presenta 200 unidades morfológicas en forma de Y localizadas en 
las posiciones hexaméricas locales, mientras que en las posiciones pentaméricas aparecen unas 
densidades anulares como consecuencia del estrecho empaquetamiento de los trímeros en las 
mismas (Figura 2B).  
 
VP2 (junto con una pequeña proporción de pVP2) y VP3 son las proteínas mayoritarias del 
virión maduro. Además de estos componentes, la partícula viral también contiene los segmentos 
de dsRNA que constituyen el genoma viral, así como una menor proporción de la polimerasa 
viral VP1 y de la proteasa VP4 (Figura 2C, recuadro interior) (Dobos y col. 1979). La posible 
incorporación de VP4 a la partícula viral está en entredicho debido a su tendencia a formar 
estructuras tubulares, denominadas tubos de tipo II, que podrían copurificar con los viriones  
(Granzow y col. 1997). Aunque los primeros análisis indicaban que la cápsida del virión 
maduro estaba constituida por VP2 y VP3 (Böttcher y col. 1997), estudios posteriores, así como 
los resultados del presente trabajo, han demostrado que está formada únicamente por trímeros 
cuasi-equivalentes de VP2 (Coulibaly y col. 2005; Saugar y col. 2005). Este hecho es coherente 
con que VP2 reúna los principales marcadores de virulencia y patogenicidad (Brandt y col. 
2001; van Loon y col. 2002); así como los epítopos de anticuerpos neutralizantes (Schnitzler y 
col. 1993) de IBDV. 
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Figura 2. Estructura de la cápsida. (A-B) Estructura tridimensional de las caras externa (A) e interna 
(B) de la  partícula de IBDV a una resolución de 26 Å (Castón y col. 2001). En una cara fundamental del 
icosaedro se indican las diferentes clases de capsómeros triméricos (a-e) y los ejes de simetría de orden 5, 
3 y 2. El enantiómero arbitrariamente mostrado es dextrógiro. La barra de escala corresponde a 100 Å. 
(C) Viriones de IBDV purificados teñidos negativamente con acetato de uranilo de. La barra corresponde 
a 100 nm. El recuadro interior muestra el análisis electroforético y tinción con plata de los viriones 
maduros de IBDV purificados (Lombardo y col. 1999). Se indica con flechas cada una de las proteínas 
estructurales del virus: VP1 (97kDa), pVP2 (54 kDa), VP2 (48kDa), VP3 (28 kDa) y VP4 (25 kDa).  
 
1.3.2 Polimorfismo estructural de la proteína de la cápsida de IBDV 
 
Una de las aproximaciones más fructíferas para la caracterización del papel específico de cada 
uno de los polipéptidos individuales, así como de las interacciones de los elementos 
estructurales de IBDV en el contexto del ensamblaje viral, ha sido el uso de sistemas 
heterólogos para la expresión de una o varias proteínas que den lugar a la formación de 
pseudopartículas virales (VLPs) (Fernández-Arias y col. 1998; Lombardo y col. 1999; 
Martínez-Torrecuadrada y col. 2000; Chevalier y col. 2002; Da Costa y col. 2002). 
 
La expresión de la poliproteína viral en células de mamífero mediante virus vaccinia 
recombinantes (rVV) (Ward y col. 1995) da lugar a la acumulación de VLPs en el citoplasma de 
las células infectadas tras el correcto procesamiento de la poliproteína (Fernández-Arias y col. 
1998). Dichas VLPs son indistinguibles a 26 Å de resolución de los viriones de IBDV y están 
compuestas por una proporción variable de pVP2 y VP2, así como por VP3 (Castón y col. 
2008). Además, la coinfección de este rVV con otro que expresa VP1, da lugar a la formación 
de VLPs que incorporan la polimerasa viral (Lombardo y col. 1999). Sin embargo, cuando la 
poliproteína viral es expresada mediante el sistema de baculovirus recombinantes (rBV) (Smith 
y col. 1983), los ensamblados predominantes son unas estructuras tubulares de ~50 nm de 
diámetro y el ensamblaje de VLPs es muy ineficiente (Martínez-Torrecuadrada y col. 2000; 
Chevalier y col. 2002). Estas estructuras tubulares están formadas por pVP2 y VP3 y se 
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organizan en una red hexagonal de trímeros similar a los tubos de tipo I observados en las 
células infectadas con IBDV (Granzow y col. 1997). La formación de estos ensamblados 
aberrantes está probablemente relacionada con el procesamiento del extremo carboxilo terminal 
de VP3 (mediado por algún factor del baculovirus o de la célula huésped) que debe jugar un 
papel fundamental en el correcto ensamblaje de las partículas de IBDV (Maraver y col. 2003b). 
 
La expresión de la forma madura de VP2 con distintos vectores basados en rBV, en ausencia de 
otras proteínas virales, da lugar a la formación de partículas isométricas con un diámetro de ~26 
nm (Castón y col. 2001). La reconstrucción 3D de estas partículas subvirales (SVP) indica que 
están constituidas por 20 trímeros idénticos de VP2 agrupados exclusivamente en pentámeros 
que forman una cápsida dodecaédrica con geometría T=1 (Figura 3A). Dichos trímeros, 
presentan la misma morfología y tamaño que los observados en la superficie de la cápsida viral. 
Sin embargo, la expresión de la forma precursora pVP2 en ausencia de otros componentes 
virales, da lugar a la formación de estructuras tubulares de baja integridad estructural y con un 
diámetro de ~16-30 nm consistentes con un ordenamiento hexagonal (Figura 3B). Es decir, los 
dos procesos que tienen lugar durante el ensamblaje de la cápsida viral, formación de 
pentámeros y hexámeros, han sido separados y, por tanto, cada trímero debe contener la 
información suficiente para poder ensamblarse como pentámero o como hexámero. Estos 
resultados indican que la región carboxilo terminal de pVP2 está implicada en el polimorfismo 
molecular inherente de VP2, o lo que es lo mismo, en su capacidad para adquirir las diferentes 
conformaciones necesarias para la morfogénesis de la cápsida T=13. 
 
Figura 3. Expresión  de pVP2 y VP2 en células de insecto. (A) Tinción negativa con acetato de uranilo 
de: (A) SVPs T=1 purificadas a partir de células de insecto infectadas con un rBV que expresa la proteína 
madura VP2. El recuadro interior muestra la 3DR de la SVP a 26 Å de resolución. (B) Tubos flexibles 
purificados a partir de células de insecto infectadas con un rBV que expresa el precursor pVP2. La barra 
de escala corresponde a 100 nm. 
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1.3.3 Estructura atómica de VP2 
 
La estructura atómica de la SVP T=1 de IBDV ha sido resuelta mediante cristalografía de rayos 
X a 3 Å (PDB 1WCD, Coulibaly y col. 2005) y 2,6 Å (PDB 2GSY y 2DF7, Garriga y col. 2006; 
Lee y col. 2006). Este hecho ha permitido el trazado de los Cα de VP2 en la cápsida T=13 del 
virión de IBDV en un mapa de rayosX  a 7 Å de resolución (Coulibaly y col. 2005) (PDB 
1WCE). La subunidad de VP2 muestra una estructura terciaria con tres dominios, denominados 
protuberante (protruding), armazón (shell) y basal (basement) (P,B y S respectivamente) 
(Figura 4A-B). Los dominios S y P son barriles β orientados de tal forma que sus láminas β son 
respectivamente tangenciales (S) y perpendiculares (P) a la superficie de la partícula. El 
dominio B, esta constituido por una serie de hélices α amino y carboxilo terminales, que tapizan 
la cara interior de la cápsida (Coulibaly y col. 2005; Garriga y col. 2006). 
 
La gran superficie de contacto en las interacciones intratriméricas de los dominios P, S y B, 
sugiere que el trímero es la unidad constitutiva básica en el ensamblaje de VP2. Además de 
estas interacciones, la estabilidad del trímero se encuentra reforzada mediante la coordinación 
de un ion Ca2+ con dos residuos ácidos, D31 y D174, de cada subunidad de VP2 del trímero, en 
el eje ternario de simetría (Figura 4C) (Garriga y col. 2006; Lee y col. 2006). Por otra parte, los 
contactos intertriméricos en la SVP están mediados por dos tipos de interacciones: contactos 
laterales entre los dominios S y B en los ejes de simetría de orden 2 y 5, y el intercambio 
molecular (molecular swapping) de la hélice α4 entre trímeros adyacentes a lo largo del eje de 
simetría de orden 2 (Figura 4D) (Garriga y col. 2006). 
 
1.3.4 Interacciones entre elementos estructurales de IBDV 
 
La  interacción entre las proteínas mayoritarias VP2 y VP3 ha sido abordada in vivo 
principalmente mediante el uso de vectores de expresión de baculovirus. Mientras que la 
expresión de VP2 o pVP2 da lugar a un patrón citoplasmático difuso (Figura 5A-B), VP3 se 
distribuye en grandes acúmulos citoplasmáticos perinucleares (Figura 5C) (Oña y col. 2004). 
Este hecho podría deberse a la tendencia de VP3 a oligomerizar a través de su extremo 
carboxilo terminal (Maraver y col. 2003b). Adicionalmente, La coexpresión de la forma madura 
de VP2 y VP3 da lugar a patrones citoplasmáticos independientes (Figura 5D-F), a partir de las 
cuales es posible purificar SVPs T=1 compuestas exclusivamente por VP2. Sin embargo, la 
coexpresión de VP3 con la forma precursora pVP2 da lugar a un patrón de colocalización en 
estructuras semejantes a los viroplasmas virales (Figura 5G-I). A partir de estas células es  




Figura 4. Estructura de VP2. (A) Esquema de la topología de VP2. Los dominios P, S y B están 
coloreados en rojo, azul y verde respectivamente. Los principales elementos de estructura secundaria 
están representados como cilindros para las hélices α y flechas anchas para las láminas β (se omiten las 
hélices 310). En el dominio B se indican las posiciones iniciales y finales de cada hélice α. La hélice αNter 
(residuos 1 a 10) se marca en línea discontinua dado que sólo se resuelve en una de las 13 subunidades de 
VP2 de la unidad asimétrica del virión (Coulibaly y col. 2005). El polipéptido de 71 residuos del extremo 
carboxilo terminal de pVP2 (512 aa), que está ausente en la forma madura VP2 (441 aa), se representa en 
naranja. Las flechas negras pequeñas representan las dianas de la proteasa viral VP4, mientras que el 
procesamiento entre los residuos 441 y 442, llevado a cabo por un mecanismo desconocido, es 
representado por una flecha negra grande. (B) Modelo 3D de la estructura de VP2 resuelta por difracción 
de rayos-X a 2.6 Å (Garriga y col. 2006). Se indican con círculos los residuos identificados como 
implicados en  virulencia y patogenicidad (gris) (Brandt y col. 2001; van Loon y col. 2002); así como los 
epítopos de anticuerpos neutralizantes (amarillo). 1, P222; 2, G223; 3, S251; 4, H253; 5, N279; 6, T284; 
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7, V313; 8,G322 (Schnitzler y col. 1993). (C) Coordinación de un ion Ca2+ (amarillo) con seis residuos 
Asp (rojo) en el eje de simetría de orden 3. (D) Intercambio molecular en la cara interna de la SVP T=1 
mediado por la hélice α4 de las subunidades adyacentes (magenta) de cada trímero de VP2 (verde). 
 
posible purificar VLPs de tamaño y morfología similares a la cápsida del virión, que están 
compuestas por pVP2 y VP3 (Oña y col. 2004). 
 
Estos resultados y el trabajo previo llevado a cabo en nuestro laboratorio (Castón y col. 2001; 
Maraver y col. 2003b; Oña y col. 2004) en conjunto sugieren que: (i) el ensamblaje de la 
cápsida T=13 es independiente de la presencia de la poliproteína precursora y (ii) el pVP2CTD 
es esencial para la interacción entre VP2 y VP3. 
 
VP3 es una proteína multifuncional ya que además de su interacción con VP2 en el proceso de 
morfogénesis de la cápsida, está implicada en múltiples interacciones con otros componentes 
estructurales del virión. VP3, es capaz de interaccionar con la polimerasa viral VP1 y con el 
dsRNA viral (Tacken y col. 2002; Maraver y col. 2003a; Maraver y col. 2003b). De hecho, VP1 
se incorpora a la cápsida T=13 mediante la formación de complejos con VP3 (Lombardo y col. 
1999; Maraver y col. 2003b). La región implicada en esta interacción corresponde a una 
secuencia de 16 aa altamente cargada en la región carboxilo terminal de VP3 (residuos 241 a 
256). Esta secuencia es suficiente para determinar la interacción entre ambas proteínas in vitro, 
así como para interferir con la producción de virus in vivo (Maraver y col. 2003a). Por otra 
parte, la interacción in vitro entre VP3 y el RNA no es dependiente de secuencias específicas, lo 
que es consistente con la posible función de VP3 como estabilizador general de RNA en las 
partículas virales (Kochan y col. 2003). De hecho, se ha observado que en otro birnavirus, 
IPNV, VP3 está asociada con el dsRNA viral formando filamentos ribonucleoproteicos 
(Hjalmarsson y col. 1999). 
 
Finalmente, VP3 es capaz de interaccionar consigo misma, propiedad ampliamente extendida 
entre las proteínas de andamiaje de otros virus (Tacken y col. 2000). Mediante el uso de 
mutantes de delección se ha delimitado el dominio de oligomerización en 24 aa entre los 
residuos 224 y 247 del extremo carboxilo terminal de la proteína. El solapamiento de esta 
región con la implicada en la interacción con VP1 sugiere la existencia de una serie de 










Figura 5. Efecto de la expresión de VP3 sobre la distribución celular de la forma precursora (pVP2) 
y madura (VP2) de la proteína de la cápsida de IBDV. (A-C) Distribución subcelular de las proteínas 
(A) VP2, (B) pVP2 y (C) VP3 cuando son expresadas por separado en células de insecto mediante rBV. 
(D-I) Distribución subcelular en células coinfectadas con rBVs que expresan (D-F) VP2 + VP3 o  (G-I) 
pVP2 + VP3. El marcaje en verde corresponde a pVP2/VP2, en rojo a VP3 y en azul a tinción nuclear. 
Los paneles F e I muestran la superposición (merge) de las tres señales fluorescentes. Obsérvese que la 
distribución subcelular de VP2 y VP3 en su coexpresión es independiente (D-F) y similar a la expresión 
de sus componentes individuales (A y C); mientras que la coexpresión de pVP2 y VP3 (G-I), conlleva un 
cambio dramático de distribución (comparese con B y C). 
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1.4 Relaciones estructurales y funcionales de IBDV con los virus 
ssRNA y dsRNA 
 
Aunque los virus dsRNA constituyen un grupo muy diverso que abarca desde los reovirus de 
mamíferos hasta el bacteriófago φ6, incluyendo diversos virus de hongos, todos comparten 
numerosas características funcionales y estructurales (Prasad y Prevelige 2003). La 
organización estructural del virión varía desde cápsidas concéntricas contiguas hasta cápsidas 
únicas, pero todos comparten una cápsida icosaédrica especializada con número de 
triangulación T=1, constituida por 120 subunidades y cuya unidad fundamental es un dímero 
(Figura 6A-I). Esta organización constituye una notable excepción en el marco de la teoría de la 
cuasiequivalencia y se denomina cápsida T=2 (un número de triangulación “prohibido”). Se ha 
descrito la estructura atómica de cuatro cápsidas T=2: la cápsida de VP3 de orbivirus (Grimes y 
col. 1998), la cápsida λ1 de reovirus (Reinisch y col. 2000), la cápsida del virus L-A (Naitow y 
col. 2002) y la cápsida P3 de fitoreovirus (Nakagawa y col. 2003) (Figura 6A, 6C, 6E y 6H). 
 
La cápsida T=2 está implicada en la  organización del genoma y de la maquinaria replicativa, y 
en algunos sistemas como rotavirus es imprescindible para que el complejo de la RNA 
polimerasa sea activo (Lawton y col. 1997a; Gouet y col. 1999). La única excepción a la 
presencia de esta cápsida ubicua entre los virus dsRNA la constituyen los birnavirus, cuyas 
partículas infecciosas están formadas por una única cápsida T=13 (Figura 6J). La similitud 
observada en la arquitectura de las cápsidas T=2 entre el amplio espectro de virus dsRNA da 
cuenta de los requerimientos particulares en el metabolismo del dsRNA (replicación y 
transcripción del genoma y liberación de ssRNA). Además, la cápsida T=2, literalmente, 
secuestra el genoma dsRNA a lo largo de todo el ciclo viral, manteniendo su integridad 
estructural tras la entrada del virus en el hospedador; de esta manera, el virus evita la inducción 
de respuestas intracelulares mediadas por dsRNA (Prasad y Prevelige 2003). Los birnavirus 
deben suplir la carencia de la cápsida T=2 mediante alguno o algunos de sus componentes 
estructurales. En este contexto, la interacción de VP3 con la polimerasa VP1 así como con el 
dsRNA viral apunta a un papel fundamental en la organización funcional de la cápsida de IBDV 
tanto a nivel morfogénico como en el contexto de la transcripción y replicación del genoma 
viral (Ahlquist 2005). Así, la interacción extensiva entre VP3 y los segmentos dsRNA en las 
ribonucleoproteínas virales (Hjalmarsson y col. 1999) podría jugar un papel fundamental en la 
asunción de alguna de las funciones llevadas a cabo por la nucleocápsida T=2 de otros virus 
dsRNA. 
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Existen interesantes similitudes estructurales y funcionales entre los birnavirus y los virus 
ssRNA de polaridad positiva, nodavirus y tetravirus, como son la posesión de un genoma 
bisegmentado (Fauquet y col. 2005) y la maduración proteolítica de la proteína de la cápsida 
tras el ensamblaje de ésta (Gallagher y Rueckert 1988; Zlotnick y col. 1994; Schneemann y col. 
1998) que apuntan la posible relación evolutiva entre ambos. Además, la resolución de la 
estructura cristalográfica de VP1 (Garriga y col. 2007; Pan y col. 2007), ha mostrado que, junto 
con las polimerasas de algunos tetravirus,  pertenece a un grupo no canónico de polimerasas 
definido por la permutación de los motivos del dominio de la palma (Gorbalenya y col. 2002). 
Este tipo de plegamiento no se ha encontrado en otros virus dsRNA fuera de la familia 
Birnaviridae.  Estos resultados sugieren que las RNA polimerasas primigenias podrían haber 
presentado una organización no canónica en sus dominios de la palma y que las polimerasas 
canónicas habrían evolucionado a partir de éstas. Desde este punto de vista, se ha sugerido que 
las RpRd de los birnavirus y tetravirus como vestigios evolutivos de éste proceso. 
 
Figura 7. Relación estructural de las proteínas de la cápsida de virus (+)ssRNA y dsRNA. 
Comparación estructural de la estructura cristalográfica de la proteína de la cápsida de IBDV, VP2 
(centro, código PDB 2gsy), con la proteína β (izquierda, código PDB 2bbv) del virus del escarabajo negro 
(BBV) y con la proteína VP6 (derecha, código PDB 1qhd) de Rotavirus. El codigo de colores es 
coincidente con los diagramas comparativos de las principales características estructurales de los viriones 
de las familias Nodaviridae/Tetraviridae, Birnaviridae y Reoviridae  representados en la parte superior. 
Las proteínas de la cápsida de nodavirus y birnavirus poseen una alta homología estructural (representado 
                  Capítulo 1 
 
 18
en azul) entre sus dominios B  y S. Los birnavirus y los reovirus poseen dominios P (representados en 
amarillo) similares. Las cápsidas de nodavirus, birnavirus y reovirus contienen, respectivamente, ssRNA 
desnudo; complejos filamentosos de dsRNA con VP3 (círculos naranjas) y VP1 (triángulos rojos); 
nucleocápsidas T=2 (morado) con dsRNA ordenado y complejos transcripcionales. Adaptado de 
(Ahlquist 2005). 
 
Por otra parte la proteína VP2 de los birnavirus representa un híbrido estructural entre la 
proteína de la cápsida de virus ssRNA de polaridad positiva (nodavirus y tetravirus) y la 
proteína de la cápsida T=13 de los virus dsRNA de la familia Reoviridae (Coulibaly y col. 
2005). Mientras los dominios S y B de VP2 presentan un alto grado de homología estructural 
con sus equivalentes en las proteínas de la cápsida de nodavirus y tetravirus, los dominios 
protuberantes (P) de VP2 y de la proteína de la cápsida T=13 de reovirus son estructuralmente 
similares (Figura 7). De hecho, tanto en nodavirus y tetravirus como en IBDV, las hélices α que 
tapizan el interior de  la cápsida generan unos canales hidrofílicos (~20 Å de diámetro) en los 
ejes pentaméricos que podrían estar implicados en la translocación de ssRNA de nueva síntesis 
a través de la cápsida  (Munshi y col. 1996; Coulibaly y col. 2005; Garriga y col. 2006). 
Curiosamente, la extrusión de mRNA a través de los vértices pentaméricos de la cápsida es a su 
vez una estrategia compartida por  los miembros de la familia Reoviridae (Lawton y col. 1997a; 































La organización de los componentes estructurales del virión junto con su proceso de ensamblaje 
y maduración son un reflejo de la estrategia replicativa del mismo. Por lo tanto, su estudio es un 
paso obligado en la comprensión del ciclo viral, el diseño de estrategias antivirales y el 
desarrollo de nuevas herramientas biotecnológicas, además de proporcionar un excelente 
sistema modelo para analizar características básicas de las macromoléculas como el 
polimorfismo estructural y sus conformaciones transitorias. 
 
La proteína de la cápsida de IBDV es sintetizada como un precursor, pVP2, cuyo extremo C-
terminal es procesado para dar lugar a la forma madura VP2. Estudios previos llevados a cabo 
en nuestros laboratorios sugieren que esta región C-terminal de pVP2 está implicada en el 
polimorfismo estructural inherente de VP2. Por otra parte, aunque la estructura de la cápsida de 
IBDV ha sido determinada a nivel atómico, se desconoce la estequiometría y la organización de 
los demás componentes estructurales de la partícula viral. 
 
El objetivo general de esta tesis es el estudio de las relaciones estructura-función de los 
componentes de la partícula de IBDV. En este contexto, nos propusimos los siguientes objetivos 
concretos: 
 
1. Obtener mapas 3D de CrioME con resolución subnanométrica y combinar esta 
información con modelos atómicos con el fin de determinar la presencia de elementos 
de estructura secundaria relacionados con cambios conformacionales en ensamblados 
icosaédricos derivados de IBDV. 
 
2. Caracterizar el papel de la región del extremo C-terminal de pVP2 implicada en su 
polimorfismo estructural. 
 
3. Purificar y caracterizar el complejo ribonucleopartículas (RNPs)  de IBDV. 
 
4. Determinar la estequiometría de los elementos constituyentes de la partícula viral en 
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3.1 Material Biológico 
 
3.1.1 Células procariotas 
 
La cepa de E. coli DH5α (Raleigh y col. 2002) se utilizó para la amplificación de plásmidos 
recombinantes. La cepa de E. coli DH10-Bac (Luckow y col. 1993) se utilizó para la generación 
de bácmidos infectivos de baculovirus. 
 
3.1.2 Células eucariotas 
 
Para la generación, amplificación y expresión de rBV se utilizó la línea celular H5, adaptada 
para el crecimiento en monocapa a partir de la línea celular Sf9 de Spodoptera frugiperda 
(Vaughn y col. 1977, ATCC, CRL-1711). Para la amplificación de IBDV se utilizó la línea 
celular QM7 derivada de fibroblastos musculares de Coturnix japonica (codorniz japonesa) 
(Antin y Ordahl 1991, ATCC, CRL-1962).  
 
Los cultivos celulares de H5 fueron crecidos y mantenidos en medio TC-100 (GIBCO) 
suplementado con 10% de FCS, penicilina (100 U/ml), estreptomicina (100 µg/ml), gentamicina 
(50 µg/ml) y fungizona (1 µg/ml). Los cultivos celulares de células QM7 fueron crecidos y 
mantenidos en medio de Eagle modificado por Dulbecco (Dulbecco y Freeman 1959) 
suplementado con 10% de FCS, penicilina (100 U/ml), estreptomicina (100 µg/ml), gentamicina 




Los plásmidos pFastBac1 y pFastBacHT  de la casa comercial Invitrogen fueron utilizados para 
la generación de rBV. En ambos plásmidos, los genes heterólogos se encuentran bajo el control 
del promotor de la poliedrina y poseen sitios específicos para la transposición del gen 
recombinante en el bácmido. El plásmido pFastBacHT, además, incorpora una cola de histidinas 




Para las infecciones con IBDV ha sido empleada la cepa Soroa (Lombardo y col. 1999). Esta 
cepa viral, perteneciente al serotipo I, fue aislada de un pollo infectado en la región de Soroa 
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(Cuba) y adaptada a crecer en cultivos primarios de fibroblastos embrionarios de pollo (CEF). 
Posteriormente, la cepa fue adaptada a crecer en diferentes células de mamífero. 
 
La generación de rBV se realizó a partir de la cepa BV FastBac (Invitrogen). Este virus fue 
generado mediante manipulación genética a partir de un aislado de campo del virus de la 




En el presente trabajo han sido empleados antisueros de conejo frente a las proteínas VP2 y VP3 
descritos previamente (Lombardo y col. 1999; Sánchez y Rodríguez 1999) y anticuerpos 
comerciales frente a la cola de histidinas, anti-His,  (Sigma). 
 
 




Las reacciones se llevaron a cabo en un volumen final de 50 µl con 0.2 mM dNTPs, 200 ng de 
cada cebador, 2 ng de DNA molde, 20 mM Tris-HCl pH 8.8, 10 nM KCl, 2 mM MgSO4, 10 
mM (NH)4SO2, 0.1% Triton X-100 y 2 U de DNA polimerasa Vent (New England Biolabs). 
Como protocolo de amplificación se utilizó el siguiente: 1 min a 94ºC; 30 ciclos de 40 seg a 
92ºC, 40 seg a 60ºC y 1 min 30 seg a 75ºC; 5 min a 75ºC. 
 
3.2.2 Reacciones de ligación de fragmentos de DNA 
 
Se realizaron en un volumen final de 15 µl en un tampón compuesto por 50 mM Tris-HCl pH 
7.8, 10 mM MgCl2, 10 mM DTT, 1mM ATP, 25 µg/ml BSA; utilizando 200 ng/ml de cada 
fragmento de DNA y 200 U de T4 DNA ligasa (New England Biolabs). Las reacciones se 
llevaron a cabo durante 16 h a 16 ºC. 
 
3.2.3 Reacciones de restricción enzimática 
 
Se realizaron con enzimas procedentes de las casas comerciales New England Biolabs y 
Fermentas, según las indicaciones del proveedor. 
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3.2.4 Obtención de plásmidos recombinantes 
 
La obtención de los fragmentos de DNA de pVP2/VP2 necesarios para generar las 
construcciones VP2-441, VP2-456, VP2-466, VP2-476, VP2-487, VP2-494, VP2-501 y VP2-
512, fue realizada mediante PCR usando como molde el plásmido pVOTE-POLY (Fernández-
Arias y col. 1998), un cebador 5’ común para todas las construcciones y un cebador 3’ 
específico para cada  mutante de delección amino terminal (Tabla 1). Los fragmentos 
resultantes de la PCR fueron purificados y digeridos con los enzimas de restricción BglII y 
HindIII, ligándose con los vectores pFastBac1 y pFastBacHT digeridos con los mismos 
enzimas. 
 
Tabla 1.  Oligonucleótidos empleados en la generación de las diferentes construcciones 











3.2.5 Obtención de baculovirus recombinantes 
 
Los baculovirus recombinantes se generaron mediante el sistema denominado Bac-to-Bac 
(Invitrogen) siguiendo las instrucciones del fabricante. Este método está basado en la 
transposición de los genes recombinantes en el genoma infectivo de baculovirus contenido en 
un vector (bácmido) propagado en la cepa de E. coli DH10-Bac (Luckow y col. 1993).  En 
resumen, una vez clonado la secuencia de interés en el plásmido donador (pFastBac), éste es 
empleado para transformar bacterias DH10-Bac donde va a tener lugar la transposición del gen 
recombinante de expresión en el bácmido. Una vez seleccionados los bácmidos recombinantes, 
los rBV son generados mediante transfección de células H5 con dichos bámidos. Finalmente, 
Los rBV son amplificados mediante la infección de células H5 con el sobrenadante de células 
transfectadas con los bácmidos. 
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3.3 Infecciones y expresión de proteínas 
 
3.3.1 Infección con rBV 
 
Cultivos confluentes de células H5 se infectaron a una multiplicidad de infección (MOI) de 1-5 
unidades formadoras de placa por célula (pfu/cel.) del rBV correspondiente en un volumen 
mínimo. Tras 1h de adsorción, se retiró el inóculo y se añadió medio TC-100 suplementado con 
2% FCS. 
 
3.3.2 Infección con IBDV 
 
Para la purificación de viriones de IBDV, cultivos de células QM7 a una confluencia del 70-
80% se infectaron a una MOI de 1-2 pfu/cel. de IBDV en un volumen mínimo. Tras 1 h de 
adsorción se retiró el inóculo y se añadió DMEM suplementado con 2% FCS. Los 
sobrenadantes de cultivo fueron recogidos a las 48-72 hp.i. según el efecto citopático observado. 
 
Para la producción de stock de IBDV se siguió el mismo procedimiento empleando una MOI de 
0.02-0.05 pfu/cel. y recogiendo los sobrenadantes de cultivo a las 72-96 hp.i. según el efecto 
citopático observado. 
 
3.3.3 Marcaje metabólico con [35S]-Met y [33P]-PO43- 
 
Se realizaron infecciones con IBDV según el procedimiento descrito en el apartado 3.3.2 y, tras 
retirar el inóculo, se añadió DMEM suplementado con 2% FCS y una relación 1:9 de [35S]-
Met:Met o [33P]-PO43: PO43- según el caso. La cantidad de marca empleada corresponde a 100 
µCi/ml en ambos casos. 
 
3.3.4 Titulación de IBDV 
 
Los títulos virales tanto del stock como de las diferentes poblaciones de IBDV fueron 
determinados mediante ensayos de formación de placa. Se infectaron monocapas de células 
QM7 a una confluencia del 50-60% en un volumen mínimo con diluciones crecientes de virus 
en DMEM. En el caso de la titulación de poblaciones virales, su concentración de proteína fue 
determinada previamente mediante BCA (apartado 3.5.1) y las infecciones fueron realizadas a 
igualdad de proteína para cada una de las poblaciones. Tras 1 h de absorción se retiró el inóculo 
y se añadió agar semisólido a una concentración final de 0.5% en medio DMEM suplementado 
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con 2% de FCS. A las 48 hp.i. las monocapas fueron fijadas con formaldehído al 10% y teñidas 
con una solución acuosa de cristal violeta al 2%. El título se determinó mediante contaje de 
placas de lisis. 
 
 
3.4 Purificación de ensamblados virales 
 
3.4.1 Purificación de ensamblados derivados de la expresión con rBV 
 
Se infectaron células H5 con el rBV correspondiente y se recogieron a 48 hp.i. Las células se 
lavaron con tampón PES (50 mM PIPES pH 6.2, 150 mM NaCl, 20 mM CaCl2) y se lisaron 
incubándolas con tampón PES  suplementado con IGEPAL CA-630 (Sigma) 1% e inhibidores 
de proteasas (Complete Mini; Roche) durante 20 min. El lisado fue clarificado mediante 
centrifugación a 3,000 r.p.m. (1,000xg) durante 10 min en un rotor basculante 5624 (Hettich 
Zentrifugen). El sobrenadante  obtenido fue cargado sobre un colchón de sacarosa al 20% en 
PES y ultracentrifugado a 37,000 r.p.m. (170,000xg) durante 2 h 30 min en un rotor SW41 
(Beckman-Coulter Inc.). El sedimento resultante fue resuspendido en tampón PES, centrifugado 
en una microfuga a 13,000 r.p.m. (16,000xg) durante 1 min y el sobrenadante cargado sobre un 
gradiente lineal de sacarosa del 20%-50% en PES que se ultracentrifugó a 40,000 r.p.m. 
(200,000xg) durante 45 min en un rotor SW41 (Beckman-Coulter Inc.). El gradiente se 
recolectó en 12 fracciones que se concentraron 20 veces mediante ultracentrifugación a 50,000 
r.p.m. (240,000xg) durante 2 h en un rotor SW55 (Beckman-Coulter Inc.). Todas las etapas de 
purificación fueron realizadas a 4 ºC.  
 
3.4.2 Purificación de viriones de IBDV 
 
El sobrenadante de cultivos de células QM7 infectadas con IBDV fue mezclado en una relación 
1:5 (v:v) con PEG 20% 3M NaCl y fue incubado con agitación toda la noche a 4 ºC. 
Posteriormente, fue centrifugado a 3,000 r.p.m. (1,000xg) durante 30 min en un rotor un rotor 
basculante 5624 (Hettich Zentrifugen), el precipitado resultante fue resuspendido en PES 
suplementado con inhibidores de proteasas (Complete Mini, Roche) y nuevamente centrifugado 
a 3,000 r.p.m. (1,000xg) durante 30 min. El sobrenadante obtenido fue cargado sobre un 
colchón de sacarosa al 25% en PES y ultracentrifugado a 37,000 r.p.m. (170,000xg) durante 2h 
30 min en un rotor SW41 (Beckman-Coulter Inc.). El precipitado resultante fue resuspendido en 
PES y centrifugado en una microfuga 1 min a 13,000 r.p.m. (16,000xg). El sobrenadante fue 
mezclado con CsCl2 en tampón PES a una densidad inicial de 1,33 g/cc y ultracentrifugado a 
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40,000 r.p.m. (130,000xg) durante 14 h en un rotor NVT65 (Beckman-Coulter Inc.). Tras la 
ultracentrifugación se detectaron un total de seis bandas visibles por refracción de luz 
(denominadas E1 a E6, de menor a mayor densidad de flotación, respectivamente). Las bandas 
fueron recuperadas por punción lateral con agujas hipodérmicas 23G y dializadas 48 h frente a 
tampón PES. Todas las etapas de purificación fueron realizadas a 4 ºC. 
 
3.4.3 Purificación de ribonucleopartículas virales 
 
La purificación de ribonucleopartículas virales (RNPs) se realizó a partir de las partículas 
virales de la población E5 purificadas según se describe en el apartado 3.4.2. Éstas fueron 
desensambladas mediante diálisis frente a tampón Tris-EDTA (5 mM Tris-HCl pH 8, 5 mM 
EDTA) durante 18 h a temperatura ambiente y cargadas en un gradiente discontinuo formado 
por cuatro fases al 70, 50, 40 y 33% de glicerol en tampón Tris-EDTA. El gradiente fue 
ultracentrifugado a 40,000 r.p.m. (150,000xg) durante 2 h a 20 ºC en un rotor SW55 (Beckman-
Coulter Inc.) y recolectado en fracciones que fueron dializadas 18 h frente a tampón Tris-
EDTA. 
 
3.4.4 Purificación del complejo VPg-dsRNA de IBDV 
 
Para la purificación del complejo VPg-dsRNA se siguió el protocolo descrito en el apartado 
3.4.3 para la purificación de RNPs, excepto que tanto la etapa de desensamblaje como la de 
ultracentrifugación fueron realizadas en presencia de 0.1% SDS. 
 
3.4.5 Purificación de dsRNA de IBDV 
 
El material de partida para la purificación de dsRNA viral fueron los viriones de la población E5 
purificados según lo descrito en el apartado 3.4.2. La muestra fue desnaturalizada en presencia 
de SDS al 1% durante 3 min a 100 ºC y 1 min a 4ºC. Posteriormente, fue digerida con 
proteinasa K a una concentración final de 2 mg/ml durante 1h a 37 ºC. Finalmente, el dsRNA 
viral fue purificado sucesivamente mediante extracción con TriZol (Invitrogen) y adsorción en 
mini columnas gel de sílice (Quiagen), según las instrucciones de los fabricantes.  
 
 
3.5 Análisis bioquímico 
 
3.5.1 Determinación de la concentración de proteínas 




La concentración de proteínas en las diferentes muestras fue determinada mediante el método 
comercial BCA (Pierce) (Smith y col. 1985) y utilizando como patrón seroalbúmina bovina 
(BSA). 
 
3.5.2 Análisis electroforético en geles desnaturalizantes de poliacrilamida 
 
Para la resolución electroforética de proteínas se siguió el método de Laemli de electroforesis en 
geles de SDS-Poliacrilamida (SDS-PAGE). Las muestras analizadas fueron mezcladas con  
tampón de desnaturalización 5X (62.5 mM Tris-HCl pH 6.8, 1% SDS, 0.06% azul de 
bromofenol, 25% glicerol y 10 mM DTT), hervidas 3 min a 100 ºC, enfriadas 1 min a 4 ºC y 
cargadas en geles de poliacrilamida (37.5:1) al 11%. Tanto la inclusión de DTT como agente 
reductor como los tiempos y temperaturas de desnaturalización empleados, son esenciales para 
evitar la agregación artefactual de pVP2/VP2 durante el proceso de electroforesis. 
Posteriormente, dichos geles fueron electrotransferidos a membranas de nitrocelulosa o teñidos 
con una solución de azul de Coomassie al 2% en 10% metanol, 10% ácido acético. 
 
3.5.3 Análisis electroforético en geles nativos de agarosa 
 
Para la resolución electroforética de ácidos nucleicos, complejos RNA-proteína y viriones en 
condiciones nativas, las muestras fueron mezcladas con tampón de carga azul/naranja 6X de la 
casa comercial Promega (10 mM Tris-HCl pH 7.5, 0.4% naranja G, 0.03% azul de bromofenol, 
0.03% xilencianol FF, 15% Ficoll 400, 50mM EDTA pH 8.0) y cargadas en geles de agarosa al 
0,7 % en tampón TBE (90 mM Tris-HCl pH 8, 90 mM ácido bórico, 20 mM EDTA). Tras el 
proceso de electroforesis, los geles fueron teñidos durante 30 min en una solución de bromuro 
de etidio 0.5 µg/ml y lavados tres veces en agua durante 10 min 
 
3.5.4 Electrotransferencia e inmunodetección (Western Blot) 
 
Una vez llevada a cabo la separación electroforética mediante geles de poliacrilamida o agarosa, 
éstos fueron electrotransferidos en condiciones semisecas durante 45 min a 200 mA a 
membranas de nitrocelulosa (Protran, Schleicher & Schuell) tras  incubar durante 10 min  tanto 
el gel como las membranas en tampón Tris 48 mM, glicina 39 mM, SDS 0.0375 % (p/v), 
metanol 20 % (v/v). Las membranas fueron saturadas en solución de bloqueo (leche desnatada 
en polvo al 5% en tampón fosfato salino (PBS)) durante 30 min a temperatura ambiente y 
posteriormente incubadas con el correspondiente anticuerpo primario diluido (anti-VP2 1:1000; 
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anti-VP3 1:300; anti-His 1:1000) en solución de bloqueo durante 2 h a temperatura ambiente. 
Tras tres lavados de 10 min con PBS, se incubaron 2 h a temperatura ambiente con un 
anticuerpo de cabra anti-IgG de conejo conjugado con peroxidasa (GE Healthcare) diluido 
1:5000 en solución de bloqueo. La membrana se lavó 3 veces con PBS durante 10 min y se 
reveló mediante la utilización del sistema comercial quimioluminiscente ECL (GE Healthcare) 
o mediante la adición de 4-cloro-1-naftol en presencia de 0,025 % de H2O2. 
 
3.5.5 Ensayo de accesibilidad a RNasa III 
 
Los ensayos de protección frente a RNasa III fueron realizados con cantidades equivalentes de: 
dsRNA purificado, complejo VPg-dsRNA, RNPs y viriones de IBDV. Las muestras fueron 
incubadas en tampón de digestión (50 mM Tris-HCl pH 8.0, 150 mM NaCl, 20 mM MnCl2, 0.3 
mg/ml BSA) con 0, 125, 500 y 2000 mU de ShortCut RNase III (New Englan Biolabs) durante  
30 min a 37 ºC. La reacción fue detenida mediante la adición de 50 mM EDTA, 0.1 % SDS. Las 
muestras fueron hervidas 3 min a 100 ºC, enfriadas 1 min a 4 ºC e incubadas con 0.2 mg/ml 
proteinasa K durante 2 h a 37 ºC. Los productos resultantes fueron resueltos mediante 
electroforesis en geles de agarosa  y detectados mediante tinción con BrEt (apartado 3.5.3). 
 
3.5.6 Ensayo de actividad polimerasa 
 
La actividad polimerasa de las diferentes las muestras (dsRNA purificado, complejo VPg-
dsRNA, RNPs y viriones de IBDV) fue determinada según el protocolo previamente descrito 
(Spies y col. 1987) con ligeras modificaciones. Las reacciones fueron llevadas a cabo en 100 
mM Tris-HCL pH: 8.5, 125 mM NaCl, 4 mM MgCl2, 0.01 mM EGTA, 1 mM ATP, GTP, CTP, 
0.02 mM UTP, RNasin 0.5 µl (20 U), 10 µCi [α-32P] UTP. Las muestras fueron incubadas a 40 
ºC durante 0, 15, 60 y 120 y congeladas a -80 ºC. Posteriormente, fueron descongeladas a 37 ºC, 
suplementadas con 1% SDS, hervidas 3 min a 100 ºC, enfriadas 1 min a 4 ºC y digeridas con 0.2 
mg/ml proteinasa K durante 2 h a 37 ºC. Finalmente los nucleótidos no incorporados fueron 
eliminados mediante columnas preempaquetadas de sefarosa MicroSpin S-200 HR (GE 
Healthcare). Los productos de reacción fueron resueltos mediante electroforesis en 




3.5.7 Cuantificación de la marca radioactiva incorporada 
 
                                                                                              Materiales y Métodos 
 
 33
Las muestras marcadas con isótopos radioactivos fueron sometidas a electroforesis en geles de 
poliacrilamida o agarosa según se describe en los apartados 3.5.2 y 3.5.3. Los geles fueron 
secados sobre papel 3MM (Whatman) y autoradiografiados entre 24 h y 96 h en una pantalla 
fosfoluminiscente (Phosfor Screen, Molecular Dynamics). A continuación, la pantalla fue 
digitalizada en un scanner Strom 869 (Molecular Dynamics) y la marca radioactiva incorporada 
fue cuantificada mediante el programa informático Quantity One (Bio Rad). Para los cálculos de 
estequiometría proteica de la partícula viral, la señal cuantificada fue normalizada teniendo en 
cuenta el contenido en residuos de metionina de cada proteína y basándose en la información 
estructural disponible (Coulibaly y col. 2005; Saugar y col. 2005) se consideraron 780 copias de 
VP2+ pVP2 como estándar interno. Para la determinación de la relación del contenido de ácido 
nucleico de las partículas constituyentes de las distintas poblaciones virales, la señal 
cuantificada fue normalizada respecto a la población E2 para cada ensayo. El promedio y 
desviación estadística de la población E2 fueron calculados normalizando los valores de ésta 
respecto al promedio previamente calculado para E5.  
 
 
3.6 Análisis biofísico 
 
3.6.1 Dicroísmo Circular 
 
El péptido FGFKDIIRAIRRI, correspondiente al segmento C-terminal de pVP2 comprendido 
entre los residuos 442 y 454, fue obtenido mediante síntesis química y su espectro de dicroísmo 
circular en ultravioleta lejano fue medido usando celdas de 0.1 y 1 mm a 25 ºC en un dicrógrafo  
Jasco J-720. Cada espectro obtenido corresponde al promedio de tres medidas y las 
concentraciones empleadas están comprendidas entre 10 y 200 µM. El espectro fue analizado 
según el procedimiento previamente descrito (Jiménez y col. 1999). 
 
3.6.2 Centrifugación analítica 
 
Los experimentos de velocidad de sedimentación con las diferentes poblaciones de viriones 
purificadas, fueron llevados a cabo a 20ºC en una ultracentrífuga analítica XL-A (Beckman-
Coulter Inc.), equipada con un sistema óptico de medida UV-VIS. Se emplearon celdas de doble 
sector de 12 mm de paso óptico y un volumen de muestra de 400 µL, siendo el campo 
centrífugo de 8000xg. Las concentraciones de virus utilizadas fueron de 0.1-0.5 mg/ml y todas 
las medidas fueron realizadas en tampón PES. 
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El análisis de los perfiles de sedimentación obtenidos se realizó mediante el ajuste directo de los 
mismos a las soluciones de la ecuación de Lamm con el programa SEDFIT (Schuck 2000; 
Schuck y col. 2002). El mejor ajuste obtenido proporciona una distribución c(s) que representa 
la concentración inicial de especies que sedimentan con un coeficiente de sedimentación s. Los 
valores experimentales de sedimentación fueron corregidos a las condiciones estándar s20,w 
mediante el programa SEDNTERP (Laue y col. 1992).  
 
3.6.3 Dispersión de luz dinámica 
 
Los experimentos de dispersión de luz dinámica se realizaron en un instrumento DynaPro-
MS/X de Protein Solutions. Para ello se hace  pasar un haz de luz láser (824.7 nm) sobre la 
muestra contenida en una cubeta y se registra la fluctuación de la intensidad de la luz dispersada 
a  90º en un fotodiodo (tiempo de correlación de 500 ns). La velocidad de fluctuación de las 
especies moleculares iluminadas está relacionada con su coeficiente de difusión (D), 
obteniéndose una función de autocorrelación que nos permite calcular D. Las medidas se 
realizaron a 20 ºC y la concentración óptima de las muestras fue determinada empíricamente 
mediante dilución de las mismas en tampón PES, con el fin de evitar saturación de la señal 
recibida. Para el cálculo de cada valor de D se utilizaron las funciones de autocorrelación 
promedio de 20 adquisiciones, con un tiempo de cada adquisición de 10 s. Las medidas de D 
son el promedio de tres adquisiciones. 
 
A partir de los coeficientes de sedimentación (apartado 3.6.2) y difusión determinados, se 










3.7 Microscopía electrónica 
 
3.7.1 Adsorción de muestras  
 
Sobre una gota (2-5 µl) de la muestra bajo estudio se depositó una rejilla de microscopía 
electrónica con carbón-colodión previamente ionizada mediante descarga iónica (K100X, 
Emitech). La rejilla fue incubada 3-5 min, lavada 2 veces en agua y el exceso de líquido 
eliminado mediante contacto del borde de la rejilla con papel de filtro grado 1 (Whatman). En el 
caso de dsRNA y de complejo VPg-dsRNA, la adsorción fue realizada en presencia de acetato 
magnésico a una concentración de 10 y 20 mM, respectivamente. La concentración óptima para 
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microscopía electrónica de transmisión  de los diferentes ensamblados de IBDV analizados fue 
determinada empíricamente mediante la dilución seriada de los mismos en su tampón 
correspondiente. 
 
3.7.2 Contrastado de muestras 
 
3.7.2.1 Tinción negativa 
 
Las rejillas sobre las que previamente se habían adsorbido las muestras fueron incubadas sobre 
una gota de acetato de uranilo al 2% (p/v) durante 1 min y el exceso de agente de tinción se 
eliminó por contacto de la rejilla con papel de filtro grado 1 (Whatman). Para la visualización de 
la muestra se empleó un microscopio JEOL 12000 EX II estabilizado a 100 kV y las imágenes 
fueron registradas en micrografías electrónicas (Kodak SO-163) a una magnificación nominal 
40.000x que fueron reveladas (Kodak D-19) durante 8 min a temperatura ambiente. 
 
3.7.2.2 Sombreado metálico 
 
Una vez adsorbidas las muestras sobre las rejillas tal como ha sido descrito en el apartado 3.7.1, 
éstas se secaron al aire y fueron indroducidas en vacío en un equipo Balzers 400T (Bal-Tec AG) 
para ser sombreadas con Pt-C con un ángulo de incidencia de 3º  y de un modo rotacional. El 
espesor de la capa de Pt, ~60 Å,  se midió mediante un monitor de cristal de cuarzo. Para la 
visualización de las muestras se empleó un microscopio JEM 1010 (Jeol) estabilizado a 80 kV y 
las imágenes fueron registradas en una cámara CCD (Charged Coupled Device) Bioscan 792 
(Gatan) a una magnificación nominal 40.000x. 
 
3.7.3 Criomicroscopía electrónica 
 
Para el análisis por criomicroscopía electrónica, 5 µl de la muestra fueron incubados sobre una 
cara de rejillas de cobre-rodio cubiertas con una película de carbón con agujeros (Quantifoil 
R2/2) previamente lavadas con vapores de acetona. Las muestras fueron vitrificadas en etano 
líquido a alta velocidad según los procedimientos previamente establecidos (Dubochet y col. 
1988), quedando incluidas en una capa de hielo vítreo y conservando su estado nativo. Las 
muestras se visualizaron en un microscopio Tecnai G2 FEG 200 (FEI) equipado con  
anticontaminador, y estabilizado a 200 kV, en el cual fueron cargadas mediante un criobrazo 
GATAN 626.53P50. Las imágenes se registraron a una magnificación nominal 50,000x bajo 
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condiciones de mínima dosis electrónica en micrografías Kodak SO-163 que fueron reveladas 
(Kodak D-19) durante 12 min a temperatura ambiente. 
 
 
3.7.4 Procesamiento digital de imágenes 
 
Las operaciones generales de procesamiento de imagen fueron llevadas a cabo mediante los 
paquetes de procesamiento Bsoft (http://www.niams.nih.gov/rcn/labbranch/lsbr/software/bsoft/, 
Heymann 2001; Heymann y Belnap 2007), Xmipp (http://xmipp.cnb.csic.es/, Marabini y col. 
1996) y Spider (http://www.wadsworth.org/spider_doc/spider/docs/, Frank y col. 1996). Las 
criomicrografías electrónicas seleccionadas (121 para IBDV, 82 para HT-VP2-466 y 23 para las 
SVPs T=1) fueron digitalizadas en un scanner Photoscan TD (Zeiss) con un intervalo de 
muestreo de 7 µm/píxel, que se corresponde a 1.4 Å/píxel sobre el espécimen. Con el objetivo 
de obtener una mayor eficiencia computacional, durante los pasos iniciales de procesamiento las 
micrografías fueron submuestreadas inicialmente a 4.2 Å/píxel y posteriormente a 2.8 Å/píxel. 
Las imágenes de las partículas fueron extraídas manualmente de las micrografías digitalizadas y 
normalizadas mediante el programa X3d (Conway y col. 1993), siendo en total 15,793 para 
IBDV, 1,977 para HT-VP2-466 y 26,386 para las SVPs T=1. 
 
Para las micrografías analizadas, se determinó que el rango de desenfoque estaba comprendido 
entre 0.6 y 3.0 µm (correspondiente a espaciamientos de 11 a 28 Å en los primeros ceros de la 
función de transferencia de contraste o CTF) con el programa gráfico Bshow mediante el 
análisis de la media radial de la transformada de Fourier promedio de todas imágenes extraídas 
de cada micrografía. Dicha información fue empleada para invertir las fases de cada micrografía 
entre las frecuencias adecuadas la CTF y dividir las imágenes extraídas en grupos de 
desenfoque.  
 
La orientación y centro inicial de las partículas fue determinada utilizando como modelos 
iniciales mapas tridimensionales del virión y de las SVP T=1 obtenidos previamente  en nuestro 
laboratorio (Castón y col. 2001) y apropiadamente escalados a 28 Å de resolución. Se calculó 
un nuevo mapa de densidad que se usó para las subsiguientes etapas de refinamiento de los 
ángulos de orientación y centros de las partículas.  Tanto la búsqueda de orientaciones y 
orígenes iniciales como los subsiguientes refinamientos fue realizada mediante un algoritmo 
basado en la transformada de Fourier en coordenadas polares (Baker y Cheng 1996) modificado 
para emplear la información tanto de amplitudes como de fases en la búsqueda de orientaciones 
(Bubeck y col. 2005). 
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Las 3DRs fueron calculadas usando métodos de Fourier-Bessel (Crowther y col. 1970; Fuller y 
col. 1996) e imponiendo simetría icosaédrica en los mapas de densidad final. En este proceso se 
combinaron 9483, 988 y 23754 partículas para las 3DRs de IBDV, HT-VP2-466 y SVP, 
respectivamente. Para estimar la resolución de los mapas se calculó la función FSC (Fourier 
Shell Correlation) (van Heel 1984) entre dos mapas independientes que contienen cada uno la 
mitad de las partículas totales empleadas en cada reconstrucción final. La resolución de cada 
reconstrucción fue determinada como el recíproco de la frecuencia espacial donde el coeficiente 
de correlación es 0.5 (criterio FSC=0.5) ó  0.3 (criterio FSC=0.3). Para los límites 0.5 (ó 0.3) las 
resoluciones calculadas para IBDV, HT-VP2-466 y SVP fueron 11.6 Å (10.4 Å), 15.4 Å (14.0 
Å) y 7.8 Å (7.2 Å), respectivamente.  
 
Finalmente, se realizó una compensación de la atenuación de las amplitudes en las altas 
frecuencias mediante herramientas del paquete informático Spider. Para ello, se calculó el perfil 
de decaimiento de amplitudes de los mapas de crioME (con la resolución efectiva calculada 
mediante FSC) y de los mapas de rayos X correspondientes filtrados a la misma resolución. 
Mediante regresión, se calculó una función cuadrática tal que al aplicarla sobre el perfil de 
decaimiento de los mapas de crioME, éstos se ajusten a los perfiles de los mapas de rayos X. 
Dicha función fue aplicada a los mapas de crioME en el rango de frecuencias de 245 Å a la 
máxima resolución calculada, tal como se describe en el párrafo anterior, y la información a 
mayor frecuencia espacial fue eliminada mediante un filtro suave de paso bajo.  
 
Mediante herramientas del paquete informático Spider, se calculó el perfil de densidad radial 
promedio para los mapas de las cápsidas T=13 (IBDV y HT-VP2-466) y fueron normalizados y 
escalados. Se calcularon dos mapas de diferencia entre las 3DRs alternando el orden de 
sustracción entre ambas. 
 
3.7.5 Detección de elementos de estructura secundaria 
 
Para el análisis automático de la posible presencia y localización de elementos de estructura 
secundaria (SSE) en el mapa de la SVP T=1, derivado de los análisis de crioME, se empleó el 
programa SSEHunter (Baker y col. 2007). Este programa analiza sistemáticamente el mapa de 
densidades mediante tres criterios independientes: i) la generación de una estructura de 
pseudoátomos en la que se evalúa la posición y distancia de cada pseudoátomo respecto a los 
situados en su entorno; ii) un algoritmo que define un esqueleto que representa la forma y 
topología específica del mapa; y iii) correlación de una hélice α prototipo con el mapa de 
densidad. El conjunto estas valoraciones es reflejado en un nuevo modelo pseudoatómico que es 
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utilizado para la anotación de los SSE y que permite la generación de un modelo de SSE para el 
mapa de densidades (ver Resultados, Figura 15). 
  
3.7.6 Ajuste de estructuras atómicas en mapas de microscopía 
 
El ajuste de las estructuras atómicas en los mapas de crioME fue llevado a cabo mediante los 
paquetes informáticos Situs (Wriggers y Birmanns 2001; Chacon y Wriggers 2002, 
http://situs.biomachina.org/) y Uro (Navaza y col. 2002, http://mem.ibs.fr/UROX/index.html). 
En este proceso se emplearon las estructuras atómicas de VP2 resueltas a 3 y 2.6 Å de 
resolución a partir de la SVP T=1 (PDBs 1WCD y 2GSY, Coulibaly y col. 2005; Garriga y col. 
2006)  y de la subunidad asimétrica de la cápsida T=13 de IBDV resuelta a 7 Å de resolución 
(PDB 1WCE, Coulibaly y col. 2005). 
 
El ajuste en la SVP T=1 realizado con ambos programas genera resultados prácticamente 
idénticos, con una desviación cuadrática media (rmsd) entre las posiciones de los Cα de 1 Å. El 
ajuste en la SVP T=1 con Uro fue llevado a cabo sobre el mapa de densidades completo, 
asumiendo simetría icosaédrica y considerando cada cadena de VP2 como un cuerpo rígido 
independiente. Sin embargo, el ajuste con Situs se realizó sobre zonas del mapa segmentadas, 
trímeros o pentámeros, considerando cada modelo atómico (en este caso tres o cinco cadenas de 
VP2) como un cuerpo rígido.  
 
En el caso de las cápsidas T=13 del virus y de HT-VP2-466 se empleó un abordaje experimental 
similar para el ajuste de la estructura atómica de la unidad asimétrica de IBDV (PDB 1WCE) 
(Coulibaly y col. 2005) en los mapas de crioME. Con Uro se llevaron a cabo tres 
aproximaciones independientes en las cuales se consideraron como cuerpo rígido: i) cada uno de 
los trece monómeros de VP2 de forma individual, ii) cuatro trímeros (a-d) y un monómero (del 
trímero e, ver Figura 18 en Resultados) y iii) la unidad asimétrica completa. El resultado 
obtenido mediante las tres aproximaciones es esencialmente idéntico, con una rmsd entre las 
posiciones de los Cα de 1.8 Å. El ajuste con Situs fue llevado a cabo sobre densidades 
segmentadas de los mapas de IBDV y HT-VP2-466 que incluyen: i) la unidad asimétrica 
completa, ii) un pentámero y iii) las dos clases de hexámeros.  
 
El coeficiente de correlación entre los modelos atómicos ajustados y los mapas de densidad de 
CrioME fueron calculados según los procedimientos previamente establecidos (Navaza y col. 
2002; Valle y col. 2003) mediante Spider y Uro. Los valores obtenidos fueron: 89% para la SVP 
T=1, 85% para la cápsida T=13 de IBDV y 80% para la cápsida T=13 de HT-VP2-466. 
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3.7.7 Manipulación de modelos atómicos 
 
Siguiendo el mismo procedimiento descrito en el apartado 3.7.5, se calcularon mapas de 
diferencia entre el mapa de crioME y los modelos atómicos  previamente ajustados y filtrados a 
la resolución efectiva del mapa de crioME. Para esta sustracción se utilizaron dos modelos 
atómicos equivalentes: i) la SVP T=1 formada con VP2-441 (PDB 1WCD), en la que la hélice 
α4 no es visible y ii) la SVP generada con VP2-452 (PDB 2GSY) tras eliminar manualmente la 
información correspondiente a la hélice α4. Posteriormente, la hélice α4 fue ajustada mediante 
Situs en volúmenes segmentados (correspondientes a trímeros) a partir de los mapas de 
diferencia calculados. El programa genera tres resultados equivalentes, relacionados por la 
simetría del trímero. 
 
La hélice αNter (residuos 1 a 10) fue ajustada manualmente como cuerpo rígido en pentámeros 
segmentados de los mapas de crioME  del virión y HT-VP2-466 mediante Chimera 
(http://www.cgl.ucsf.edu/chimera, Pettersen y col. 2004) como un cuerpo rígido en la densidad 
vacía más cercana. 
 
Los bucles que conectan  las hélices α4 y αNter a las hélices α3 y α1, respectivamente, fueron 
modelados mediante el algoritmo de descenso cíclico de coordenadas (Canutescu y Dunbrack 
2003) incluido en el programa S-flexfit (http://biocomp.cnb.uam.es/biocomp/public/ 
Software/S_flexfit_web/, Velazquez-Muriel y col. 2006). Finalmente, se refinó la geometría de 




El cálculo de superficies de potencial electrostático para pentámeros y hexámeros de VP2 en la 
cápsida T=13 fue realizado mediante el programa Grasp  (Nicholls y col. 1991). Dado que la 
estructura de las subunidades de VP2 en la cápsida de IBDV (PDB 1WCE) corresponde al 
trazado de los Cα en un mapa de rayos X a 7 Å de resolución, se superpusieron las coordenadas 
atómicas a 2.6 Å de la VP2 de la SVP T=1 (PDB 2GSY) sobre el esqueleto de Cα de las 
subunidades de VP2 en los pentámeros y hexámeros seleccionados. Las coordenadas de las 
cadenas laterales de los residuos no coincidentes fueron generadas mediante el servidor 
MaxSprout (http://www.ebi.ac.uk/maxsprout/, Holm y Sander 1991). 
 
El modelo de la hélice α anfipática de pVP2 (443-GFKDIIRAIR-452) fue generado usando 
como molde los residuos 241-EFRDIIDATR-250 de la triosa fosfato isomerasa de Leishmania 
                  Capítulo 3 
 
 40
mexicana con el programa gráfico O (http://xray.bmc.uu.se/alwyn/index.html, Jones y 
Kjeldgaard 1997). 
 
3.7.8 Números de acceso de las estructuras de criomicroscopía electrónica 
 
Los mapas de densidad calculados han sido depositados en la base de datos de estructura 
macromolecular del Instituto Europeo de Bioinformática (http://www.ebi.ac.uk/msd-
srv/emsearch/index.html), con números de acceso EMD-1237 para la SVP T=1, EMD-1238 
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4.1 Análisis del polimorfismo estructural de la proteína pVP2/VP2 
 
4.1.1 Expresión de mutantes de delección del dominio C-terminal de pVP2 
 
La proteína VP2 (441 aa) es la versión madura de la proteína de la cápsida de IBDV que, sin 
embargo, se sintetiza como un precursor, pVP2 (512 aa). Estudios previos llevados a cabo en 
nuestros laboratorios (Castón y col. 2001) demostraron que la forma expresada de pVP2 o VP2 
determina el tipo de ensamblaje que se produce. Así, mientras la forma precursora, pVP2, da 
lugar a ensamblados tubulares constituidos por hexámeros, la forma madura, VP2, se ensambla 
en cápsidas T=1 formadas por pentámeros. Estos resultados sugieren que la región C-terminal 
(71 aa) de pVP2 está implicada en el polimorfismo estructural inherente de VP2. Además, el 
procesamiento del extremo C-terminal de pVP2 es abolido totalmente en el sistema de 
expresión de rBV, de tal forma que si se expresan formas precursoras intermedias de pVP2, el 
resultado final son éstas y no la versión madura de VP2. 
 
Teniendo en cuenta estos antecedentes, se propuso delimitar con mayor precisión la región del 
extremo C-terminal de pVP2 implicada en su polimorfismo estructural mediante el empleo de 
una batería de rBVs que expresan distintas formas de pVP2 con extensiones variables de su 
extremo C-terminal. Por otra parte, y con la previsión inicial de facilitar la purificación de las 
distintas variantes de pVP2, se generó la misma serie de mutantes de delección del extremo C-
terminal con una cola o tag  de histidinas (HT) fusionado en su extremo N-terminal. Para 
analizar esta región uniformemente se eligieron las dianas de corte alternativas de la proteasa 
VP4 (posiciones 487, 494 y 501) y las posiciones intermedias 456, 466 y 476 (Figura 8A). La 
expresión de las diferentes variantes de pVP2/VP2 fue analizada mediante SDS-PAGE en geles 
al 11% y WB con un suero policlonal α−VP2 (Figura 8B-C) o α−HT (Figura 8D). Tanto los 
mutantes de delección en el extremo C-terminal de pVP2 (denominados mutantes pVP2/VP2), 
como las variantes quiméricas con el HT fusionado a su extremo N-terminal (denominados 
mutantes HT-pVP2/VP2), se expresan correctamente y dan lugar a una única banda mayoritaria  
,de movilidad electroforética decreciente con la extensión del extremo C-terminal, excepto las 
variantes de 501 residuos (VP2-501 y HT-VP2-501) que presentan un movilidad electroforética 
ligeramente mayor que la esperada (Tabla 2). 
 
Una vez analizada la expresión de las diferentes construcciones de pVP2/VP2, se llevaron a 
cabo infecciones a escala semipreparativa con los correspondientes rBV y los posibles 
ensamblados resultantes fueron purificados mediante ultracentrifugaciones sucesivas en un 
colchón (20%) y en un gradiente lineal (20-50%) de sacarosa. Como control interno del  
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Figura 8. Expresión de mutantes de delección del extremo C-terminal de pVP2. (A) Esquema de la 
región C-terminal de pVP2 donde se encuentran indicadas las posiciones y secuencias locales elegidas 
para la generación de los mutantes de delección. (B-D) Análisis por WB de la expresión de los mutantes 
de pVP2.  Las colecciones de mutantes pVP2/VP2 (B) y HT-pVP2/VP2 (C-D) fueron analizadas 
mediante SDS-PAGE de extractos de células infectadas con el rBV que expresa la construcción 
correspondiente, seguido por WB con un suero policlonal α−VP2 (B-C) o α−HT (D). Para comparar los 
niveles de expresión, la cantidad de extracto celular cargada para cada uno de los mutantes expresados 
fue la misma. Como control positivo se usaron viriones de IBDV purificados (carril derecho de cada gel), 
donde se indican las posiciones de pVP2 y VP2. Los marcadores de peso molecular (MW) se indican a la 
izquierda en kDa. Las diferentes versiones de mutantes de delección pVP2/VP2 se indican mediante la 
posición de su último residuo. 
 
experimento se purificaron los ensamblados formados en células infectadas con IBDV. Las  
fracciones de los gradientes fueron analizadas mediante SDS-PAGE y posterior tinción con azul 
de Coomassie (Figura 9). El examen del perfil electroforético de los gradientes muestra que, 
mientras los ensamblados de las variantes de pVP2/VP2 migran en un amplio rango de 
densidades (Figura 9A), las construcciones HT-pVP2/VP2 migran a mayor densidad conforme 
 
Tabla 2. Peso molecular (kDa) de las variantes de pVP2/VP2 generadas 
Mutante - HT + HT 
VP2-441 47.1 50.5 
VP2-456 48.9 52.2 
VP2-466 49.9 53.3 
VP2-476 50.8 54.2 
VP2-487 52.0 55.3 
VP2-494 52.6 56.0 
VP2-501 53.2 56.6 
VP2-512 54.4 57.8 
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incrementa el tamaño del extremo C-terminal (Figura 9B). Estos resultados indican que las 
subunidades de HT-pVP2/VP2 deben ensamblarse en estructuras de mayor tamaño a medida 
que se incrementa el tamaño del extremo C-terminal. Los mutantes VP2-487 y VP2-494 no 
sedimentan después de la centrifugación a través del colchón de sacarosa, por lo que estas 
variantes deben permanecer solubles, sin formar ensamblados virales, aunque no se puede 
descartar que formen estructuras lábiles en las condiciones de purificación.  
 
 
Figura 9. Análisis bioquímico de ensamblados purificados a partir de los mutantes de delección C-
terminal de pVP2.  Análisis mediante SDS-PAGE y tinción con azul de Coomassie de las fracciones del 
gradiente de sacarosa tras ser concentradas por ultracentrifugación. Las muestras analizadas fueron: (A) 
mutantes pVP2/VP2, (B) mutantes HT-pVP2/VP2 y (C) IBDV. La estrella indica que el gel 
correspondiente a pVP2 (512 aa) fue analizado mediante WB con anticuerpos α−VP2 debido a su bajo 
rendimiento. Se indica la dirección de sedimentación mediante una flecha, de forma que la fracción 12 
corresponde a la parte superior del gradiente.  
 
4.1.2 Análisis por microscopía electrónica de las estructuras pVP2/VP2 
 
Las fracciones purificadas de las variantes de pVP2/VP2 (en presencia y ausencia del HT) 
fueron caracterizadas estructuralmente mediante microscopía electrónica y tinción negativa, 
observándose ensamblados de diferente tamaño y morfología dependiendo tanto de la longitud 
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de la región C-terminal como de la presencia o ausencia del HT  unido covalentemente al 
extremo N-terminal (Figuras 10 y 11). 
 
Las variantes VP2-441 y VP2-456 (Figura 10A-B) se ensamblan en estructuras anulares, de ~26 
nm de diámetro, cuyo tamaño y morfología deben corresponderse con SVPs T=1. Tanto VP2-
466 (Figura 10C-E) como VP2-476 (Figura 10F-H)  producen ensamblados de diferente 
tamaño que migran a lo largo del gradiente en un amplio rango de densidades (Figura 9A). Así, 
las fracciones inferiores están constituidas  por estructuras tubulares, de ~25 nm de diámetro, 
cuyo patrón de difracción es consistente con un ordenamiento hexagonal (Figura 10C, recuadro 
interior). Las fracciones intermedias están constituidas por estructuras tubulares de menor 
longitud y partículas isométricas de aspecto y tamaño similar a las SVPs T=1, junto con un 
material granulado que probablemente se corresponde con productos de desensamblaje y que 
sugieren la naturaleza inestable de estos ensamblados. Además, en estas fracciones es posible 
observar ocasionalmente VLPs (Figura 10D, recuadro interior) con una morfología similar a 
las cápsidas T=13 del virión (Figura 10N). La estructura predominante en las fracciones 
superiores del gradiente se corresponde con SVPs T=1 (Figura 10E). VP2-501 (Figura 10I-J) 
se ensambla mayoritariamente en estructuras tubulares de ~35 nm de diámetro, parcialmente 
ordenadas, que se localizan en las fracciones inferiores e intermedias del gradiente y son 
similares a los tubos de tipo I (Granzow y col. 1997) ensamblados en las células infectadas con 
IBDV (Figura 10M). En las fracciones superiores del gradiente aparecen estructuras tubulares 
deformadas y partículas isométricas de tamaño irregular (Figura 10K). Finalmente, VP2-512 
forma estructuras tubulares cortas y flexibles, así como partículas irregulares (Figura 10L). 
 
La caracterización estructural de estos mutantes pVP2/VP2 muestra que mientras las variantes 
de menor tamaño, VP2-441 y VP2-456, se ensamblan exclusivamente en estructuras formadas 
por pentámeros, como corresponde a las cápsidas T=1 de las SVPs, la variante VP2-466 
contiene la información necesaria para el ensamblaje de hexámeros (tubos de ~25 nm) y 
pentámeros (SVPs T=1) y, por lo tanto, serían potencialmente competentes para la formación de 
cápsidas T=13, como ocurre ocasionalmente. En cambio, las variantes con una extensión C-
terminal mayor forman mayoritariamente estructuras hexagonales (tubos de ~35 nm). En 
resumen, podemos inferir un equilibrio en la formación de pentámeros y hexámeros en función 
de la extensión del extremo C-terminal de pVP2.  
 
4.1.3 Análisis por microscopía electrónica de las estructuras HT-pVP2/VP2 
 
La caracterización estructural de las estructuras derivadas de la expresión de las diferentes 
variantes de pVP2 con un HT fusionado en su extremo N-terminal fue llevada también a cabo 
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Figura 10. Análisis por microscopía electrónica de las estructuras formadas por los mutantes de 
delección C-terminal de pVP2. (A) VP2-441 y (B) VP2-456 forman SVPs T=1 de las cuales algunas 
permanecen agrupadas en ensamblados inestables de 12 partículas dodecaédricas (flechas en [A]). (C, D, 
E) VP2-466 da lugar a diferentes tipos de ensamblados: (C) estructuras tubulares con organización 
hexagonal, según revela su transformada de Fourier (recuadro interior), en las fracciones inferiores del 
gradiente; (D) SVPs T=1, estructuras tubulares cortas y material disociado en las fracciones intermedias, 
aunque es posible encontrar ocasionalmente VLPs T=13 (recuadro interior);  (E) SVPs T=1 en las 
fracciones superiores. (F, G, H) VP2-476 da lugar a unas estructuras y distribución similares a los de la 
variante VP2-466. (I, J, K) VP2-501 ensambla mayoritariamente en estructuras tubulares con diferente 
integridad estructural en las fracciones inferiores (I), intermedias (J) y superiores (K) del gradiente. (L) 
VP2-512 da lugar a agregados tubulares poco ordenados. (M, N) La mayoría del material purificado a 
partir de células infectadas con IBDV corresponde a cápsidas T=13 en las fracciones intermedias del 
gradiente(N), aunque en las fracciones inferiores (M) se observan estructuras tubulares que han sido 
denominadas tubos de tipo I. La barra de escala corresponde a 100 nm. 
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también mediante el análisis por microscopía electrónica de las fracciones seleccionadas teñidas 
negativamente. En las fracciones enriquecidas en HT-VP2-441 se observan partículas 
isométricas de ~26 nm de diámetro morfológicamente similares a  las SVPs T=1 (Figura 11A), 
al igual que en la variante sin HT (Figura 10A). Sin embargo, notablemente, la variante HT-
VP2-456 se ensambla en VLPs de 65-70 nm de diámetro morfológicamente similares a las 
cápsidas T=13 del virión (comparar Figura 11B con Figura 10N), que migran en las fracciones 
intermedias del gradiente, aunque la mayor parte de este material (~80%) migra en las 
fracciones superiores del gradiente como SVPs T=1 (Figura 11C). Esta tendencia a formar 
cápsidas morfológicamente similares al virión se incrementa en la variante HT-VP2-466 
(Figura 11E), por lo que fueron seleccionadas para estudios posteriores de mayor resolución 
(apartado 4.1.8). Además, tanto en la variante HT-VP2-456, como en la HT-VP2-466 son 
fácilmente distinguibles cápsidas de menor tamaño (~53 nm de diámetro) y con un perfil 
marcadamente hexagonal (Figuras 11B y 11E, indicado con flechas). La variante HT-VP2-466 
también se ensambla en estructuras tubulares que migran en las fracciones inferiores del 
gradiente junto con cápsidas deformadas (Figura 11D), mientras que en las fracciones 
superiores forma pequeñas partículas morfológicamente heterogéneas pero similares a SVPs 
T=1 (Figura 11F). Las variantes HT-VP2-476 (Figura 11G-I) y HT-VP2-487 (Figura 11J-L) 
mantienen la capacidad de ensamblar en VLPs, aunque con menor eficiencia. La estructura 
predominante formada por estas construcciones, así como por las variantes HT-VP2-494, HT-
VP2-501 y HT-VP2-512 (Figura 11M-O), son unos ensamblados tubulares (diámetro ~40 nm) 
de longitud variable y un ordenamiento aparentemente hexagonal con una morfología similar a 
los tubos rígidos de tipo I producidos por IBDV (Figura 10M).  
 
El HT unido covalentemente al extremo N-terminal no altera el ensamblaje de estas variantes 
quiméricas de pVP2/VP2. Mientras la variante HT-VP2-441, al igual que VP2-441, se ensambla 
exclusivamente en pentámeros (SVPs T=1), la variante HT-VP2-456 no sólo contiene suficiente 
información para la formación de pentámeros y hexámeros sino que es capaz de ensamblarse en 
VLPs de tamaño y morfología similares a las cápsidas T=13 de IBDV en ausencia de la proteína 
VP3, el otro componente estructural mayoritario del virión. Por ello, se hizo patente la 
necesidad de un análisis más detallado de la región comprendida entre los residuos 441 y 456, 
así como de la implicación del HT en este fenómeno. Además, el análisis de las variantes con 
una mayor extensión en su extremo C-terminal muestra un desplazamiento hacia la formación 
de estructuras hexaméricas. Estos resultados sugieren, nuevamente, que el equilibrio en la 
formación de pentámeros y hexámeros es dependiente de la extensión del extremo C-terminal. 
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Figura 11. Análisis por microscopía electrónica de las estructuras formadas por los mutantes de 
delección C-terminal de HT-pVP2. (A) HT-VP2-441: SVPs T=1 y ensamblados dodecaédricos de 
mayor tamaño (flechas). (B-C) HT-VP2-456: (B) VLPs similares a cápsidas T=13 y T=7 (flechas) en las 
fracciones intermedias y (C) SVPs T=1 en las fracciones superiores. (D, E, F) HT-VP2-466: (D) 
estructuras tubulares y cápsidas deformadas en las fracciones inferiores, (E) VLPs similares a cápsidas 
T=13 y T=7 (flechas) en las fracciones intermedias y (F) partículas isométricas (diámetro 20-30 nm) en 
las fracciones superiores. (G, H, I) HT-VP2-476: (G) tubos de tipo I en las fracciones inferiores, (H) 
VLPs similares a cápsidas T=13 y T=7 junto con fragmentos de ensamblados tubulares y otros restos en 
las fracciones intermedias e (I) ensamblados irregulares en las fracciones superiores. (J, K, L) HT-VP2-
487: estructuras similares a HT-VP2-476. (M) HT-VP2-494, (N) HT-VP2-501 y (O) HT-VP2-512 
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4.1.4 Caracterización del péptido 443-452 del dominio carboxilo teminal de pVP2 
 
El análisis de las estructuras derivadas de la expresión de las diferentes variantes de pVP2, en 
presencia y ausencia del HT, no sólo demuestra la implicación del dominio C-terminal de pVP2 
en el control del polimorfismo estructural de VP2, sino que indica que la región comprendida 
entre los residuos 441 y 456 es fundamental. El análisis de predicción de estructura secundaria 
del extremo C-terminal de pVP2, realizado con el programa Agadir (Muñoz y Serrano 1994), 
muestra que el péptido 443- GFKDIIRAIR-452 tiene una marcada tendencia helicoidal (Figura 
12A, parte inferior). Con el objetivo de evaluar esta predicción, y a partir de un péptido sintético 
correspondiente a los residuos 442-454, se analizó la estructura secundaria promedio mediante 
análisis de dicroísmo circular (CD). El espectro CD del péptido cuando se analiza en tampón 
acuoso (tampón PES) se corresponde con una conformación desnaturalizada (random coil). Sin 
embargo, cuando se añade trifluoroetanol (TFE), un cosolvente estabilizador de hélices 
α (Nelson y Kallenbach 1986), se obtiene un perfil que se corresponde fehacientemente con  
una estructura helicoidal (mínimo a 208 y 220 nm y un aumento de elipticidad a 195 nm). 
 
Figura 12. Análisis de la hélice α C-
terminal de pVP2. (A) En la parte superior 
se muestra el alineamiento del péptido 
GFKDIIRAIR de la secuencia C-terminal de 
pVP2 (residuos 443-452) con el péptido 
homólogo EFRDIIDATR de LmTIM 
(residuos 241-250). En la parte inferior se 
muestra una representación  de rueda 
helicoidal de la hipotética α-hélice para el 
péptido 1GFKDIIRAIR10. (B) Espectro de 
CD del péptido FGFKDIIRAIRRI (residuos 
442-454) de pVP2 en tampón PES en 
ausencia (línea discontinua) o presencia 
(línea continua) de TFE al 30%. (C) 
Estructura secundaria de los residuos 241-
245 de LmTIM. Obsérvese el carácter 
anfipático de la hélice α. 
 
Para determinar si esta hélice α pudiese existir en la naturaleza, realizamos una búsqueda 
sistemática de péptidos homólogos entre las estructuras conocidas (PDB) mediante la 
herramienta WHATIF (http://www.cmbi.kun.nl/gv/whatif, Vriend 1990) Este péptido homólogo 
fue localizado en los residuos 241-250 de la triosa fosfato isomeserasa de Leishmania mexicana 
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(LmTIM, PDB 1AMK) (Williams y col. 1999). Cuando se compara su secuencia, 241-
EFRDIIDATR-250, con los 10 residuos equivalentes de pVP2, el carácter anfipático de ambos 
es prácticamente idéntico; existe un reemplazamiento conservativo (R por K); una sustitución de 
D por R (cambia la polaridad pero mantiene una cadena lateral cargada) y un reemplazamiento 
de T por I (Figura 12A y 12C).  
 
4.1.5 Estructura de la partícula subviral T=1 
 
Con el fin de llevar a cabo una caracterización estructural más detallada, se generó una 3DR de 
SVPs T=1 de la variante VP2-456 a partir de imágenes de crioME (Figura 13A). El mapa de 
densidad de la cápsida fue calculado a partir de 23754 imágenes y su resolución fue estimada 
mediante el cálculo de la función FSC entre: i) dos mapas de crioME independientes que 
contienen cada uno la mitad de las partículas empleadas en la reconstrucción final (Figura 13B, 
línea continua); y ii) el mapa de crioME final, que contiene la información de todas las 
imégenes, y un mapa generado a partir del modelo atómico de la SVP=1 (PDB 2GSY)(Figura 
13B, línea discontinua). En base a los criterios FSC 0.5 y 0.3 la resolución de la reconstrucción 
es respectivamente: i) 7.1 Å y 6.7 Å; y ii) 7.5 Å y 6.4 Å, respectivamente (Figura 13B). La 
arquitectura de la cápsida dodecaédrica reconstruida es esencialmente igual a la descrita 
previamente (Castón y col. 2001; Coulibaly y col. 2005), siendo la característica más 
prominente la presencia de 20 protusiones triméricas ordenadas equivalentemente (Figura 13C-
D). 
 
A esta resolución es posible apreciar numerosas densidades del mapa de crioME, con una 
morfología tubular y laminar (Figura 13 C-D y Figura 14A), que deben corresponderse con 
elementos de estructura secundaria (SSE) (Chiu y col. 2005). Dichas densidades fueron 
caracterizadas mediante dos metodologías independientes: i) el ajuste de las estructuras 
atómicas resueltas por rayos X (PDBs 1WCD y 2GSY) (Figura 14); y ii) la identificación 
computacional de SSE (Figura 15). 
 
i) Para el ajuste del modelo atómico de VP2 en el mapa de crioME, fueron utilizados dos 
programas de ajuste cuantitativo: Situs (Wriggers y Birmanns 2001) y URO (Navaza y col. 
2002). Los resultados obtenidos con ambos programas son prácticamente idénticos. El excelente 
ajuste entre los modelos de rayos X y crioME (Figura 14C) es especialmente patente en las 
densidades correspondientes a los barriles β de los dominios P y S de VP2, donde cada lámina β 
se ajusta claramente a la densidad correspondiente en el mapa de crioME (Figura 14D-E). El 
dominio B de VP2, que está formado por una serie de hélices α en las regiones N- y C-
terminales, tapiza la superficie interna de la SVP T=1 (Figura 4). Mientras las hélices α1, α2 y 
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α3 se encuentran ajustadas a sus correspondientes densidades en forma de varilla en el mapa de 
crioME, la hélice C-terminal α4 no se ajusta a ninguna densidad del mapa de microscopía. Por 
otra parte, el ajuste realizado da cuenta de todas las densidades cilíndricas del mapa de crioME a 
excepción de unas densidades vacías (Figura 14A, flechas rojas), vecinas a la posición de la 
hélice α4 en la estructura atómica y compatibles con el tamaño de ésta. 
 
Figura 13. Estructura tridimensional de la SVP T=1. (A) Criomicrografía electrónica de SVPs. La 
barra de escala corresponde a 200 Å. (B) Determinación de la resolución de 3DR mediante FSC. Las 
líneas discontinuas negras representan umbrales de FSC  iguales a 0.5 y 0.3 para los cuales se obtienen 
valores de 7.1 y 6.7 Å, respectivamente, al comparar dos mapas independientes con la mitad de las 
partículas (línea continua azul), y valores de 7.5 y 6.4 al comparar el mapa de crioME con el de rayos X 
(PDB 2GSY). (C,D) Estructura tridimensional de la SVP T=1 vista desde un eje de simetría de orden 5 
mostrando las superficies externa (C) e interna (D) de la cápsida. El mapa se muestra umbralizado a 2σ 
sobre la densidad  media. La barra de escala corresponde a 50 Å.  
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Figura 14. Ajuste de la estructura atómica de VP2 en la 3DR de la SVP T=1.  (A) Sección central del 
mapa de la SVP. Las flechas rojas indican las densidades vacías (círculos rojos) después de ajustar el 
mapa atómico de VP2 (PDB 2GSY). La barra de escala corresponde a 50 Å. (B) Mapa de superficie de la 
SVP completa, visto desde un eje de simetría de orden 3, con un trímero resaltado en blanco. (C) Sección 
de la SVP (50 Å de grosor) con la estructura de VP2 ajustada. El código de colores del modelo indica los 
diferentes dominios: P, rojo; S, azul y B, verde. (D) Modelo de rayos X de un trímero de VP2 ajustado en 
la densidad segmentada correspondiente del mapa de crioME. Se indican las posiciones de la hélices α4. 
Las flechas gruesas indican las direcciones de corte para visualizar el ajuste de los dominios P y S en el 
panel E. (E) Sección transversal a través de los dominios P y S para visualizar el ajuste de los barriles 
β en ambos dominios. El mapa está umbralizado a 2σ sobre la densidad media, mostrando la separación 
física entre las láminas β y una cavidad ficticia (el core hidrofóbico) entre ellas. 
 
ii) Mediante el programa SSEHunter (Baker y col. 2007) se estimó  la presencia y localización 
de SSE en un trímero segmentado de la SVP T=1 (Figura 14B y Figura 15). Este programa 
realiza una búsqueda sistemática de SSE según tres criterios independientes (Figura 15A-E y 
apartado 3.7.5) y genera un modelo de SSE del mapa de densidades (Figura 15F-G). El modelo 
de SSE obtenido define dos zonas de láminas β (Figura 15F-G, azul) que se corresponden con 
los dominios P y S del modelo atómico de  VP2. En la densidad correspondiente al dominio B el 
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modelo de SSE asigna cuatro posibles hélices α  por monómero de VP2 (Figura 15F-G), de las 
que tres son coincidentes con las hélices α1, α2 y α3 del modelo atómico ajustado. Sin 
embargo, la cuarta hélice asignada por SSEHunter corresponde a la densidad vacía del mapa de 
crioME vecina a la hélice α4 del modelo atómico (Figura 15F-G, flechas negras). 
 
Figura 15. Detección de estructura secundaria en la 3DR de la SVPs. (A-E). Proceso de identificación 
de SSE mediante SSEHunter. (A) Generación de pseudoátomos (marrón) que definen la distribución de 
densidad del mapa. (B) Definición de un esqueleto (rojo) que representa la forma y topología de la 
densidad de la 3DR. (C) Resultado de la croscorrelación (amarillo) con una hélice α prototipo. (D) 
Valoración de la probabilidad para cada pseudoátomo de pertenecer a una  hélice α (rojo) o una lámina 
β (azul). (E) Representación de la anotación de SSE, en el que las láminas β aparecen como planos azules 
y las hélices α como cilindros amarillos. (F,G) Modelo de SSE del trímero de la SVP. Las hélices α son 
representadas como hélices prototipo y las láminas β como superficies. Se indican las hélices α1, α2 y α3 
para un monómero. Las flechas negras gruesas indican las hélices α detectadas en las densidades de las 
que no da cuenta el modelo de rayos X ajustado. 
 
4.1.6 Flexibilidad conformacional de la hélice α4 del extremo  C-terminal de VP2 
 
La hélice α4 se proyecta hacia el eje de orden 3 de un trímero de VP2 vecino mediando un 
intercambio molecular (molecular switching) entre subunidades adyacentes (Figura 16, 
recuadro) (Garriga y col. 2006) y es el único SSE que carece de su correspondiente densidad en 
el mapa de crioME. Por otra parte, cuando se calcula un mapa de diferencia entre el mapa de 
crioME y un mapa generado a partir de la estructura de rayos X donde no se visualiza la hélice 
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α4 (PDB 1WCD), se detecta una única densidad por monómero con una morfología 
correspondiente a una hélice α (Figura 16A, flechas gruesas). 
 
La proximidad entre esta densidad vacía y la hélice α4 del modelo atómico (PDB 2GSY) 
sugiere la posibilidad de ajustar ambas estructuras de forma que se mantenga el intercambio 
molecular de la estructura de rayos X (Figura 16B). El movimiento propuesto implica una serie 
de rotaciones permitidas en los ángulos de los Cα de los residuos del bucle precedente a la 
hélice α4. Aunque no se puede descartar que este movimiento sea llevado a cabo por una hélice 
de la misma cadena (en lugar de una proveniente de una cadena de VP2 adyacente), el 
movimiento requerido sería mucho más drástico en este caso. Ambas alternativas implican que 
la posición de la hélice C-terminal α4 es flexible. Esta flexibilidad ha podido ser revelada como 
consecuencia de las diferentes condiciones de análisis de las SVPs T=1: mientras que las 
cápsidas fueron vitrificadas en condiciones próximas a su estado nativo, su cristalización se 
realizó en presencia de 17% PEG y 5% isopropanol. La flexibilidad conformacional de la hélice 
α4 podría ser crítica si tenemos en cuenta que en la forma precursora de pVP2 tiene asociado 
temporalmente su dominio C-terminal, fundamental para el ensamblaje de la cápsida. 
 
4.1.7 Estructura de la cápsida T=13 de IBDV 
 
La 3DR se generó a partir de 9483 imágenes de viriones de IBDV purificados a homogeneidad, 
donde es posible apreciar partículas con una marcada morfología poligonal y un contorno 
periférico aserrado (Figura 17A). El mapa de densidad de la cápsida T=13 fue calculado con 
una resolución de 11.6 Å y 10.4 Å en base a los criterios FSC 0.5 y 0.3, respectivamente 
(Figura 17B). El mapa de superficie de la 3DR (Figura 17C y 17D) presenta las características 
previamente descritas (Böttcher y col. 1997; Castón y col. 2001). La cápsida es una superficie 
continua con 260 protuberancias triméricas correspondientes a los dominios P de trímeros de 
VP2. Es posible distinguir hasta 5 tipos de capsómeros triméricos (nombrados a-e) en función 
de su entorno (Figura 17C), observándose cambios entre trímeros cuasiequivalentes en función 
de las interacciones que establecen entre sí. La unidad asimétrica esta formada por cuatro 
trímeros (a-d), denominados triángulo G4 (Figura 17C, triángulo azul), y una subunidad del 
trímero e. 
 
El modelo cristalográfico de la cápsida de IBDV a 7 Å  de resolución (Coulibaly y col. 2005) y 
la 3DR de criomicroscopía electrónica a 10.4 Å se han comparado mediante dos aproximaciones 
complementarias: el ajuste de las subunidades de VP2 en el mapa completo del virión mediante 
el programa Uro y el análisis de la unidad asimétrica en volúmenes locales con el programa  




Figura  16. Flexibilidad conformacional de la hélice α4 del extremo C-terminal de VP2. (A) Vista 
inferior del modelo de rayos X (2GSY) ajustado al mapa de microscopía de la SVP T=1. Se indican las 
hélices α1, α2, α3 y α4  del dominio B (verde) para un monómero y las hélices α3 y α4 que se proyectan 
del monómero adyacente (magenta). Las flechas gruesas apuntan a las densidades vacías tras el ajuste del 
modelo original. El diagrama en el recuadro muestra las vistas inferior y lateral de cuatro trímeros tras ser 
filtrados a 15 Å. Obsérvese el intercambio molecular entre los trímeros de VP2. (B) Igual que panel A, 
pero las hélices α4 de las cadenas vecinas (amarillo con contorno magenta) han sido remodeladas para 
ajustarse a la densidad del mapa. Las flechas curvadas indican como la flexibilidad conformacional viene 
mediada básicamente por la flexión del bucle precedente. Las hélices α4 en verde no han sido 
modificadas. 
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Figura 17.  Estructura tridimensional de la cápsida de IBDV. (A) Criomicrografía electrónica de 
cápsidas de IBDV. La barra de escala representa 50 nm. (B) Determinación de la resolución de la 3DR 
mediante FSC. Las líneas discontinuas representan umbrales de FSC 0.5 y 0.3 para los cuales se obtienen 
valores de 11.6 y 10.4 Å de resolución, respectivamente. (C,D) Estructura tridimensional mostrando la 
cara externa (C) e interna (D) de la cápsida de IBDV. Se indican los cinco tipos de trímeros de VP2 con 
letras negras (a-e), así como la localización de los ejes de simetría (rojo). El triángulo azul indica los 
límites de un triángulo G4. La barra de escala corresponde a 100 Å. 
 
Situs (Figura 18). Los resultados obtenidos en ambas aproximaciones son prácticamente  
idénticos (desviación cuadrática media entre las posiciones de los Cα menor de 2Å). Mientras 
que el ajuste entre los dominios P y S es excelente entre ambos mapas, el mapa de crioME 
presenta unas densidades adicionales (Figura 18C-D, en amarillo) que no se corresponden con 
ninguna densidad del dominio B de VP2.  Estas densidades adicionales fueron correlacionadas 
con los 10-12 primeros residuos de las subunidades de VP2, que son invisibles en el mapa 
excepto en la subunidad F del pentámero (Figura 18C, recuadro interior) La posterior 
comparación entre las 3DR de la cápsida vacía de HT-VP2-466 y la de IBDV es consistente con 
esta interpretación (apartado 4.1.9). 
 




Figura 18. Ajuste del modelo de rayos X de IBDV en la 3DR del virión.  (A) Modelo atómico de la 
unidad asimétrica de IBDV (PDB 1WCE) (Coulibaly y col. 2005) visto desde la superficie interna de la 
cápsida, indicando los trímeros a-e . (B) Sección (~70 Å de grosor) de la 3DR de IBDV con el modelo 
atómico ajustado mediante URO. (C,D) Unidad asimétrica de IBDV ajustada en la región correspondiente 
del mapa de crioME vista desde la cara internaa de la cápsida (C) y de perfil (D) de. La superficie en 
blanco muestra las densidades correspondientes al modelo de rayos X filtrado a la misma resolución que 
el mapa de crioME; se puede observar que los dominios P y S de ambos se ajustan totalmente. Las 
densidades del mapa de microscopía de las que no da cuenta el modelo de rayos X se representan en 
amarillo. El recuadro interior muestra un esquema de la unidad asimétrica donde se indica el primer y el 
último residuo visibles en el modelo de rayos X; la mayoría de los extremos amino y/o carboxilo de VP2 
son invisibles, excepto los indicados en rojo. Para cada trímero se sigue el mismo código de colores 
mostrado en (A). 
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Es interesante destacar que al igual que ocurre con la hélice C-terminal α4 de SVP T=1 en el 
mapa de crioME (Figura 16, apartado 4.1.6), el ajuste local de cinco cadenas de VP2  en un 
pentámero segmentado del virión muestra que la hélice αNter (residuos 1-10) es el único SSE 
ajustado fuera de la densidad del mapa de criomicroscopía (Figura 19A, azul). Está hélice αNter 
puede ser ajustada en una densidad vacía adyacente mediante la rotación del bucle precedente 
(residuos 11-13), quedando posicionada de forma paralela a la superficie interna del pentámero 
en el virión (Figura 19A-C, hélices naranjas). Por lo tanto, la hélice αNter también puede 
presentar flexibilidad conformacional en la cápsida T=13. La estructura de rayos X y el mapa de 
crioME de IBDV no muestran vestigios del intercambio molecular mediado por la hélice α4, 
descrito previamente en la SVP T=1 (Garriga y col. 2007). Este hecho podría estar relacionado 
con la coplanaridad (angulo diédrico ~180º) de los trímeros de VP2 adyacentes en la unidad 
asimétrica en la cápsida T=13 (Figura 18A), mientras que los trímeros de VP2 en la SVP T=1 
presenta un águlo diédrico de ~144º que facilitaría el intercambio molecular de la hélice α4. 
 
Figura 19. Ajuste del modelo atómico de VP2 
en el pentámero de la cápsida del virión. (A) 
Pentámero del modelo de VP2 del virión (1WCE, 
cadena F) ajustado en la densidad pentamérica 
correspondiente del mapa de criomicroscopía de 
la cápsida de IBDV. La hélice αNter original se 
muestra en celeste; tras aplicar un movimiento de 
rotación (flechas) en el bucle precedente para 
ajustarla a la densidad vacía más cercana, se 
muestra en naranja. (B,C) Vistas detalladas (B) 
inferior y (C) lateral del movimiento aplicado, 
mostrando como referencia la hélice α3 C-
terminal (magenta). 
 
4.1.8 Estructura de la cápsida T=13 de la variante HT-VP2-466 
 
La visualización directa de las imágenes de crioME de las VLPs de HT-VP2-466 indica que se 
trata de una mezcla compleja de diferentes ensamblados con un marcado contorno hexagonal, 
con un tamaño  que oscila entre ~65 nm (similar a las cápsidas T=13 de IBDV) y ~53 nm; así 
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como una variedad de ensamblados isométricos de ~30 nm similares a las SVPs T=1 (Figura 
20A, círculos azul, verde y rojo, respectivamente). Todas estas estructuras relacionadas 
presentan el contorno aserrado característico de los trímeros de VP2. 
 
Se realizó una 3DR de las cápsidas HT-VP2-466 de mayor tamaño a partir de 988 imágenes con 
una resolución de de 15.4 Å y 14.0 Å según los criterios de FSC 0.5 y 0.3, respectivamente 
(Figura 20B). El mapa de densidad de HT-VP2-466 muestra que es una cápsida icosaédrica 
T=13 con una superficie externa prácticamente idéntica a la de IBDV, mientras que las 
diferencias estructurales más importantes se localizan en la superficie interna (Figura 20C-D). 
También se generó un mapa tridimensional a partir de 108 imágenes de cápsidas HT-VP2-466 
de tamaño intermedio a una resolución de ~23 Å (Figura 20E) determinada mediante el criterio 
FRC (Fourier Ring Correlation)(Conway y col. 1993). Estás cápsidas tienen una arquitectura 
T=7 basada en el mismo tipo de capsómeros triméricos observados en las cápsidas T=13 del 
virión pero sólo se requieren tres tipos de capsómeros según los contactos que establecen lo 
trímeros entre sí (denominados a’, b’ y c’). Por tanto, las cápsidas T=13 y T=7 comparten el 
mismo bloque trimérico fundamental para construir la estructura icosaédrica, al igual que la T=1 
resuelta previamente (apartado 4.1.5). 
 
Los intentos de definir un mapa 3D a partir de las imágenes de las partículas isométricas HT-
VP2-466 de aspecto similar a SVPs T=1 fueron fallidos, debidos probablemente a una 
variabilidad intrínseca en el tamaño de las partículas.  
 
4.1.9 Comparación bioquímica y estructural entre las cápsidas de IBDV y HT-
VP2-466 
 
Los mapas tridimensionales de las cápsidas de IBDV y HT-VP2-466 son prácticamente 
superponibles. Así, las secciones centrales (Figura 21A-B) y los perfiles radiales de distribución 
de densidad de las 3DRs (Figura 21B)  son muy similares a  15 Å de resolución. Las únicas 
diferencias detectadas se localizan en dos zonas definidas: la superficie externa de la cápsida de 
IBDV (radio 325-345 Å) y la superficie interna de la cápsida de HT-VP2-466 (radio 268-285 Å) 
(Figura 21A, flechas rojas). Con el fin de determinar con mayor precisión estas diferencias, se 
calcularon dos mapas de diferencia entre las 3DRs mediante la sustracción aritmética de los 
valores de densidad normalizados de cada cápsida y alternando el orden de sustracción. Estos 
mapas de diferencia muestran las características estructurales propias de cada estructura, en la 
superficie externa de la cápsida de IBDV (Figura 21E, rojo) y en la superficie interna de la 
cápsida de HT-VP2-466 (Figura 21F, rojo). En la superficie externa de IBDV las regiones que 
muestran mayores diferencias se encuentran el los brazos de conexión entre los trímeros de VP2  
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Figura 20. Estructura tridimensional de las cápsidas formadas por HT-VP2-466. (A) 
Criomicrografía electrónica de VLPs HT-VP2-466. Los círculos rodean los ensamblados icosaédricos de 
~65 nm (azul), ~55 nm (verde) y ~30 nm de diámetro (rojo). La barra de escala indica 50 nm. (B) 
Resolución de la 3DR de la cápsida T=13 de HT-VP2-466 mediante FSC. Las líneas discontinuas 
representan umbrales de FSC 0.5 y 0.3 para las que se obtienen valores de 15.4 y 14.0 Å de resolución, 
respectivamente. (C,D) Estructura tridimensional de la cápsida T=13 de HT-VP2-HT466 vista desde un 
eje de simetría de orden 2 la superficie externa (C) e interna (D). Se indican los cinco tipos de trímeros de 
VP2 con letras (a-e). (E) Estructura tridimensional de la cápsida T=7 de HT-VP2-466. Se indican los tres 
tipos de trímeros con letras (a’-c’). La barra de escala indica 100 Å. 
 
adyacentes. Por otra parte, las diferencias en la superficie interna de la cápsida de HT-VP2-466 
se localizan en los ejes locales hexaméricos y en los ejes pentaméricos de la cápsida, donde  se 
detectan densidades adicionales. Por otra parte, el análisis electroforético realizado en paralelo 
muestra que los componentes proteicos mayoritarios los viriones son VP2 y VP3 (~90% w/w de 
la proteína total) (Figura 21D), mientras que el análisis equivalente de las fracciones 
enriquecidas en cápsidas HT-VP2-466 muestra que están constituidas por un único péptido de 
~54 kDa. Por tanto, las pequeñas diferencias estructurales observadas entre ambas cápsidas 
T=13 no pueden dar cuenta de la diferencia en contenido de VP3. Este resultado implica que 
ambas cápsidas están constituidas por una única proteína, VP2 en el caso de IBDV o su variante 
HT en el de la cápsida HT-VP2-466, y que además VP3 es un componente estructural del virión 
que  no se incorpora como un parte integral la cápsida madura. 





Figura 21. Comparación estructural entre las cápsidas de IBDV y HT-VP2-466. (A, B) Secciones 
centrales de las 3DRs de las cápsidas T=13 de (A) IBDV y (B) HT-VP2-466 (B). (C) Distribución radial 
de densidad de las 3DR de las cápsidas de IBDV (línea continua) y HT-VP2-466 (línea discontinua) 
calculadas a 15 Å de resolución. Los perfiles de la cápsida (comprendido entre los radios 253-350 Å) son 
prácticamente superponibles, a excepción de las diferencias indicadas con flechas. (D) Análisis por SDS-
PAGE teñido con azul de Coomassie de las fracciones purificadas de IBDV (izquierda) y HT-VP2-466 
(derecha). (E) Mapa de diferencia (rojo) calculado mediante la substracción [HT-VP2-466] – [IBDV] y 
representado sobre la superficie externa de la cápsida de IBDV (blanco). (D) Mapa de diferencia (rojo) 
calculado mediante la substracción [IBDV] – [HT-VP2-466] y representado sobre la superficie interna de 
la cápsida de HT-VP2-466. La barra de escala corresponde a 200 Å.  
 
4.1.10 Análisis de la cuasiequivalencia de la cápsida T=13 del virión 
 
Los resultados descritos implican que la cápsida infectiva de IBDV debe ser considerada como 
una cápsida cuasiequivalente ya que está constituida por un único polipéptido, VP2, que 
modifica su patrón de interacciones según su entorno local. Para corroborar esta hipótesis y 
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evaluar adecuadamente las características equivalentes de los mapas de las cápsidas T=13 de 
IBDV y HT-VP2-466 las secciones icosaédricas de las 3DRs, alineadas y filtradas a 15 Å de 
resolución, fueron comparadas con el fin de poder apreciar las características equivalentes en 
ambas (Figura 22). En las secciones exteriores se observa que las unidades triméricas son 
básicamente idénticas (Figura 22A-C, radio 328-311 Å). Posteriormente, la continuidad de las 
densidades en la cápsida es evidente y se pueden observar pequeñas diferencias entre ambas 
cápsidas (Figura 22D-E, radio 302-294 Å). A un radio de ~286 Å (Figura 22F), las secciones 
empiezan a corresponderse con la superficie interna de la cápsidag y se puede observar la 
continuidad entre las 260 unidades triméricas externas con otras 260 internas, incluidas las que 
rodean los ejes pentaméricos. Los trímeros pentaméricos se encuentran empaquetados más 
estrechamente que los hexaméricos y comienzan a fusionarse a un radio de 277 Å  (Figura 
22G), además se observan las densidades adicionales en los ejes locales hexaméricos de la 
cápsida HT-VP2-466, que son conspicuas a un radio de 269 Å (Figura 22H). 
 
Figura 22. Organización estructural de la cápsida de IBDV y HT-VP2-466. (A-H) Secciones 
icosaédricas de las cápsidas de IBDV (mitad izquierda) y  HT-VP2-466 (mitad derecha) filtradas a 15 Å 
de resolución y visualizadas a lo largo de un eje de simetría de orden 2. La distancia perpendicular entre 
las secciones icosaédricas y el centro de las cápsidas T=13 corresponde a (A) 328, (B) 319, (C) 311, (D) 
302, (E) 294, (F) 286, (G) 277 y (H) 269 Å. La barra de escala corresponde a 200 Å. 
 
4.1.11 Conformaciones estructurales de la hélice a anfipática 443- 452 
 
El ajuste del modelo atómico de la cápsida de IBDV (PDB 1WCE) en el mapa de crioME de la 
cápsida HT-VP2-466 a 14 Å de resolución (Figura 23) muestra que, mientras las superficies 
externas de ambos mapas son prácticamente superponibles, existen claras diferencias en las 
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superficies internas. Así, bajo el dominio B de cada subunidad de VP2 se detectan densidades 
adicionales, al igual que fue descrito en el ajuste entre las estructuras de rayos X y crioME de la 
cápsida de IBDV (apartado 4.1.7). Estas densidades se deben corresponder con segmentos 
comunes entre las proteínas VP2 y HT-VP2-466, es decir los segmentos flexibles del extremo 
N-terminal y, en menor medida, algunos residuos del extremo C-terminal, que no son visibles 
en el mapa de rayos X pero que a la resolución de 14 Å serían visibles como densidades poco 
definidas en los mapas de crioME. Por otra lado,  en los ejes pentaméricos y  hexaméricos 
locales se detectan densidades adicionales (Figura 23, superficies azules), como se describió 
previamente cuando los mapas de crioME de las cápsidas T=13 de virión y HT-VP2-466 fueron 
comparados entre sí (apartado 4.2.6). Estas diferencias pueden estar relacionadas con elementos 
adicionales de la proteína quimérica HT-VP2-466: considerando que los HT tienden a formar 
largos bucles o regiones desestructuradas (Ferrer-Orta y col. 2004; McCarthy y col. 2004), estas 
densidades fueron correlacionadas con la hélice anfipática 443-452 del extremo C-terminal 
implicada en el polimorfismo estructural (Figura 23, recuadro interior). 
 
Las hélices α anfipáticas fueron modeladas y ajustadas en base a la morfología de las 
densidades locales del mapa de crioME siguiendo dos disposiciones diferentes: i) un haz 
compacto de cinco hélices α en los ejes pentaméricos y ii) una distribución radial de seis hélices 
α en forma de estrella en los ejes hexaméricos locales (Figura 22, hélices azules). La asociación 
paralela de cinco hélices α no sólo da cuenta de la densidad cilíndrica en los ejes de simetría 
pentaméricos sino que además la superficie hidrofóbica de cada hélice  anfipática queda 
estabilizada y protegida del medio hidrofílico local (Figura 24A). Por otra parte, el modelado de 
las hélices anfipáticas en los ejes hexaméricos locales con un conformación abierta viene 
sustentado por: i) la presencia en el mapa de crioME de densidades de conexión con las 
dimensiones adecuadas para ajustar una hélice α (Figura 23); y ii) la inspección del potencial 
electrostático de la cara interna de los hexámeros, que revela la existencia de seis carriles 
hidrofóbicos donde se acomodarían las hélices anfipáticas a través de sus superficies 
hidrofóbicas (Figura 24B).  
 
En este modelo pseudoatómico de la cápsida de HT-VP2-HT466, el haz pentamérico de las 
hélices anfipáticas sobresale hacia el interior de la cápsida, ya que las hélices α3 precedentes 
forman un estrecho canal pentamérico con un diámetro de ~20 Å  (Figura 24A y C, flecha 
doble). Sin embargo, las hélices anfipáticas hexaméricas quedan parcialmente incluidas en la 
región central (~35 Å) de la superficie interna del hexámero (Figura 24B y D, flecha doble). 
Estas dos clases de disposición establecen distintas relaciones espaciales entre trímeros 
adyacentes. Mientras que los trímeros de VP2 que constituyen un pentámero están inclinados  




Figura 23. Ajuste de la unidad asimétrica del virión en la cápsida HT-VP2-466. (A) Vista desde la 
superficie interna del modelo de rayos X ajustado en la región correspondiente del mapa de crioME. Las 
superficies azules indican 4 de las 132 densidades (12 pentaméricas y 120 hexaméricas) correspondientes 
al mapa de diferencia calculado sustrayendo la cápsida de IBDV a la de HT-VP2-466. Las flechas en azul 
indican las densidades utilizadas para modelar y ajustar 5 o 6 hélices anfipáticas (residuos 442-452, azul) 
en un eje pentamérico o uno cuasihexamérico, respectivamente. (B) Igual que A, pero se muestra una 
vista lateral de una sección de la cápsida. Obsérvese, el ajuste de los dominios P y B de VP2 a sus 
densidades correspondientes. El recuadro interior muestra el modelo usado para la hélice α anfipática. 
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unos respecto a otros, generando contactos con un ángulo diédrico  de ~144º, los trímeros de 
VP2 hexaméricos están orientados con sus dominios P cuasi ortogonales a la superficie externa 




Figura 24. Conformaciones estructurales de la hélice α anfipática de pVP2. (A,B) Superficies 
internas de potencial electrostático de un pentámero (A) y  un hexámero (B) calculadas con GRASP. Se 
muestra la distribución de cargas negativas (rojo) y positivas (azul). Obsérvese el canal estrecho (flecha 
doble) formado por las cinco hélices α3 alrededor del eje pentamérico en contraste con canal ancho 
formado en el eje hexamérico (flecha doble). Los recuadros interiores ilustran las dos clases de contactos 
entre trímeros de VP2: inclinados en los ejes pentaméricos (se representan dos trímeros pentaméricos en 
rojo) o coplanares en los ejes hexaméricos locales (se representa un trímero pentamérico en rojo y uno 
hexamérico en verde). (C,D) Vistas laterales del modelo pseudoatómico de la cápsida HT-VP2-466  de un 
pentámero (C) y un hexámero de VP2 (D). Para facilitar la visualización, la mitad frontal del hexámero ha 
sido eliminada. Las hélices α anfipáticas se muestran en azul, las cadenas de VP2 en magenta y  el último 
residuo visible del extremo C-terminal con esferas naranjas. En el pentámero (C), también se muestras las 
hélices αNter (amarillo) ajustadas tal como en la Figura 24G-I. En el hexámero (D) las hélices αNter (verde) 
se mantienen en la posición original del modelo de rayos X. 
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4.2 Caracterización de las ribonucleoproteínas de IBDV 
 
4.2.1 Purificación de complejos ribonucleoproteicos de IBDV 
 
El análisis bioquímico de las cápsidas HT-VP2-466 (apartado 4.1.9) y la resolución de la 
estructura atómica de la cápsida de IBDV (Coulibaly y col. 2005) demuestran que está formada 
únicamente por trímeros de VP2. VP3, la otra proteína estructural mayoritaria de IBDV, 
interviene temporalmente en la morfogénesis de la cápsida y se localiza en su interior. En IPNV, 
VP3 se encuentra asociada con el dsRNA viral formando complejos ribonucleoproteicos (RNPs) 
que son liberados cuando los viriones son dializados en condiciones de baja fuerza iónica 
(Hjalmarsson y col. 1999). Teniendo en cuenta estos antecedentes nos propusimos la 
purificación de las RNPs de IBDV y su caracterización estructural y funcional. Con este 
objetivo, partículas de IBDV purificadas a homogeneidad fueron dializadas en condiciones de 
baja fuerza iónica en presencia de EDTA (tampón Tris-EDTA). El análisis mediante 
microscopía electrónica muestra la presencia mayoritaria de unas estructuras filamentosas 
rodeadas de un material granulado que probablemente se corresponde con productos de 
desensamblaje de las cápsidas, tanto por tinción negativa (Figura 25A), como por sombreado 
metálico (Figura 25B). Además, aunque es posible observar puntualmente la presencia de 
partículas virales, éstas presentan una integridad estructural aparentemente comprometida 
(Figura 25A, flechas). Con el fin de purificar las RNPs de IBDV, las muestras dializadas frente 
al tampón Tris-EDTA fueron ultracentrifugadas en un gradiente discontinuo de glicerol (33-40-
50-75%). Las fracciones del gradiente fueron analizadas mediante electroforesis en geles de 
agarosa teñidos con BrEt (Figura 25C), y SDS-PAGE y WB con sueros específicos frente a las 
proteínas VP1, VP2 y VP3 (Figura 25F). El examen electroforético del gradiente muestra que 
los ácidos nucleicos se localizan en las fracciones centrales del mismo, en dos bandas de 
movilidad electroforética ligeramente distinta, que probablemente se corresponden a los 
segmentos A (3.2 kb) y B (2.8 kb) del genoma viral (Figura 25C). Mientras VP1 y la mayor 
parte de VP3 comigran con el dsRNA viral, VP2 se localiza en las fracciones inferiores y 
superiores del gradiente (Figura 25D). Con el fin de purificar el complejo VPg-dsRNA, se llevó 
a cabo el mismo protocolo (diálisis y ultracentrifugación) en presencia de SDS (Figura 25E). En 
estas condiciones desnaturalizantes se rompen todas las interacciones no covalentes entre los 
elementos constitutivos de la partícula viral pero se mantiene la unión covalente entre la 
polimerasa viral VP1, denominada en este caso VPg, y los extremos 5’ del dsRNA viral (Muller 
y Nitschke 1987; Spies y Muller 1990). Análisis similares a los realizados con las RNPs 
mediante SDS-PAGE y WB confirman que únicamente VP1 está formando parte de estos 
complejos. 




Figura 25. Análisis de los complejos ribonucleoproteicos de IBDV.  (A-B) Análisis mediante 
microscopía electrónica y contrastado por (A) tinción negativa o (B) sombreado metálico de partículas 
virales de IBDV dializadas frente al tampón de baja fuerza iónica Tris-EDTA. Las flechas indican 
partículas virales no desensambladas. Los recuadros corresponden a muestras control dializadas frente a 
PES y, por tanto, estructuralmente íntegras. La barra de escala corresponde a 100nm. (C-D) Análisis 
mediante (C) electroforesis en geles de agarosa teñidos con BrEt o (D) SDS-PAGE seguido de WB de las 
fracciones (1-11) de los gradientes discontinuos de glicerol correspondientes a la purificación de RNPs. 
El control positivo (C+) corresponde a viriones de IBDV. (E) Análisis mediante electroforesis en geles de 
agarosa teñidos con BrEt de las fracciones (1-12) de los gradientes discontinuos de glicerol 
correspondientes a la purificación de VPg-dsRNA. Para cada gel se indica si la detección corresponde a 
tinción con BrEt o a WB con el anticuerpo indicado. 
 
4.2.2 Caracterización bioquímica  y funcional de las RNPs de IBDV 
 
Para llevar a cabo una serie de estudios funcionales y estructurales de las distintas preparaciones 
de ácidos nucleicos de IBDV (dsRNA, VPg-dsRNA y RNPs), era determinante establecer la 
homogeneidad y reproducibilidad de los complejos purificados. Para ello, se llevaron a cabo 
análisis mediante electroforesis en geles nativos de agarosa teñidos con BrEt (Figura 26A, 
arriba). Mientras el complejo VPg-dsRNA presenta un retardo definido de movilidad 
electroforética respecto al dsRNA viral, las RNPs presentan un retardo mayor con respecto al 
complejo VPg-dsRNA. Además, al igual que ocurre en el dsRNA viral, tanto en complejo VPg-
dsRNA como en las RNPs se detectan dos bandas de tamaño definido, lo que implica la unión 
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de una cantidad constante de proteína a cada uno de los segmentos de dsRNA. Adicionalmente, 
mediante electrotransferencia de las proteínas separadas electroforéticamente a membranas de 
nitrocelulosa e inmunodetección con anticuerpos específicos es posible identificar la 
composición bioquímica de cada complejo (Figura 26A). 
 
Los complejos purificados fueron evaluados también mediante experimentos de accesibilidad a 
RNAsa III (una ribonucleasa específica de dsRNA), usando como control positivo el dsRNA 
viral purificado y como control negativo viriones intactos de IBDV (Figura 26B). Mientras el 
dsRNA del complejo VPg-dsRNA es degradado de forma análoga al dsRNA viral, las RNPs 
presentan una protección parcial frente a la actividad ribonucleasa. Estos resultados indican una 
menor accesibilidad del dsRNA en las RNPs a la enzima y sugieren una la interacción extensiva 
de VP3 a lo largo del ácido nucleico. 
 
Finalmente, la funcionalidad de los complejos purificados fue evaluada en presencia de [32P]-
UTP siguiendo las condiciones óptimas para la actividad RNA-polimerasa RNA-dependiente 
asociada a las partículas virales determinadas previamente (Spies y col. 1987). Tras eliminar los 
nucleótidos no incorporados, los productos de reacción fueron analizados mediante 
electroforesis en geles nativos de agarosa y autorradiografía (Figura 26C, recuadro interior). 
En las reacciones correspondientes a las RNPs, al igual que con las partículas virales, se detecta 
la presencia de dos bandas marcadas radiactivamente con una acumulación de señal radioactiva 
a lo largo del tiempo. Las partículas virales y las RNPs presentan una curva similar de 
incorporación de nucleótido marcado, con un máximo de actividad durante la primera hora de 
reacción. Por el contrario, en las reacciones llevadas a cabo con el dsRNA purificado y el 
complejo VPg-dsRNA no se detecta incorporación de nucleótido marcado. 
 
Estos resultados sugieren que las RNPs de IBDV están recubiertas homogéneamente por un 
número definido de copias de VP3 y que son funcionalmente competentes para la síntesis de 
RNA en ausencia de VP2 y una cápsida estructuralmente integra. 
 
4.2.3 Caracterización estructural de las RNPs de IBDV 
 
Preparaciones de dsRNA purificado, complejos VPg-dsRNA y RNPs de IBDV, analizados en 
geles nativos de agarosa (apartado 4.2.2), fueron caracterizadas en paralelo mediante 
microscopía electrónica y sombreado metálico (Figura 27). Además, como control interno del 
experimento se incluyeron preparaciones de dsRNA viral. Una primera inspección de las 
imágenes obtenidas indica que estos complejos están constituidos por estructuras filamentosas 
de longitud similar (Figura 27A, C y E). Con el objetivo de obtener medidas estadísticamente  




Figura 26. Caracterización bioquímica y funcional de los complejos ribonucleoproteicos derivados 
de IBDV. (A) Análisis en geles nativos de agarosa del dsRNA viral, complejos VPg-dsRNA, RNPs y 
partículas virales. Los geles fueron teñidos con BrEt y revelados con anticuerpos α−VP1, α−VP2 y 
α−VP3. En cada caso se indica si la detección corresponde a tinción con BrEt o a electrotransferencia a 
membranas de nitrocelulosa e inmunodetección con el anticuerpo indicado. (B) Análisis en geles de 
agarosa de muestras incubadas con diferentes concentraciones de RNAsa III y tratadas con Proteinasa K 
para eliminar el componente proteico de las mismas. Los carriles corresponden (de izquierda a derecha) a 
tratamientos con: 0, 125, 500 y 200 mU/ml de RNAasa III. Para cada gel se indica la muestra analizada. 
(C) Actividad RNA-polimerasa RNA-dependiente determinada mediante la incorporación de [32P]-UTP. 
Cada medida corresponde al promedio de la cuantificación de cuatro ensayos independientes 
normalizados asumiendo como 100% de actividad la máxima señal detectada. Las barras vericales 
indican la desviación estándar de cada valor. Los recuadros interiores corresponden autorradiografías del 
análisis de los productos de reacción en geles de agarosa para un experimento. 
 
significativas de los diferentes complejos, se registró una galería de imágenes (50-60 moléculas 
por muestra) en las que se determinó su longitud y diámetro. Los histogramas de distribución de 
las medidas de longitud (Figura 27B, D y F) muestran la presencia de dos máximos de 
distribución en ~0.975 y ~0.85 µm. Los valores obtenidos son compatibles con las longitudes 
teóricas calculadas asumiendo un paso de rosca (pitch) de 2.8-3.0 Å/pb del dsRNA (Arnott y 
col. 1972; Nibert y Schiff 2001) para los segmentos A (3.2 kb) y B (2.8 kb): 0.9-0.96 y 0.79-
0.84 µm, respectivamente. Este resultado implica que bajo las condiciones de estudio, las RNPs 
no presentan una compresión longitudinal significativa respecto al dsRNA viral control. Por otra 
parte, la colección de imágenes de sombreado metálico de los distintos complejos indica que, 
mientras el dsRNA purificado y los complejos VPg-dsRNA tienen un diámetro equivalente, las 
RNPs presentan un incremento promedio del ~50% en su diámetro. El inmunomarcaje de RNPs 
purificadas con un suero policlonal α−VP3 (Figura 27E, recuadro interior) correlaciona 
incremento de diámetro observado con la presencia de moléculas de VP3 interaccionando a lo 
largo de la doble hélice de RNA. 
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Figura 27. Análisis por microscopía electrónica y sombreado metálico de dsRNA, VPg-dsRNA y 
RNPs de IBDV. Se muestran imágenes  seleccionadas de (A) dsRNA, (C) VPg-dsRNA y (E) RNPs, 
junto con sus histogramas de distribución de longitudes (B, D y F, respectivamente). La flecha indica un 
complejo VPg-dsRNA circularizado. La barra de escala corresponde a 0.2 µm.  El recuadro interior 
muestra una RNP purificada, inmunomarcada con un suero policlonal α−VP3 y partículas de oro de 5 nm 
y contrastada mediante sombreado metálico con Pt-C. 
 
Es interesante destacar que en estas condiciones experimentales de estudio, sólo una fracción 
(~30%) de los complejos VPg-dsRNA aparecen circularizados (Figura 27C, flecha), en 
contraposición con la totalidad de las poblaciones de dsRNA y RNPs, que son lineales. 
Considerando que el complejo VPg-dsRNA es purificado en presencia de SDS y por tanto en 
condiciones desnaturalizantes, las moléculas circularizadas podrían relacionarse con un 
artefacto generado por la desnaturalización de VPg, unida covalentemente a los extremos de 
dsRNA. La morfología de las RNPs analizadas en condiciones no desnaturalizantes y próximas 
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a su estado nativo, ya que son funcionalmente activas, sugiere que las moléculas de dsRNA 
viral nativas no se encuentran circularizadas.  
 
 
4.3 Caracterización de poblaciones naturales de IBDV 
 
4.3.1 Purificación de las poblaciones  
 
Si bien se conoce en detalle la estructura de la mayor parte de las proteínas del virión de IBDV 
(Coulibaly y col. 2005; Garriga y col. 2006; Lee y col. 2006; Lee y col. 2007; Pan y col. 2007), 
la información disponible sobre la estequiometría de sus componentes se limita a estimaciones 
realizadas sobre purificaciones virales analizadas mediante SDS-PAGE y tinción con azul de 
Commassie, con las limitaciones intrínsecas que esta metodología conlleva (Dobos y col. 1979). 
Por otra parte, tanto a partir de cultivos celulares como de bolsas de Fabricio de pollos 
infectados (Muller y Becht 1982; Muller y col. 1986; Lange y col. 1987), se ha descrito la 
presencia de hasta seis poblaciones de virus diferenciadas por su densidad de flotación en 
análisis realizados mediante ultracentrifugación en gradientes isopícnicos de ClCs. Por tanto, 
continuando con la caracterización de la organización estructural del virión, el siguiente aspecto 
abordado fue el análisis de los elementos constituyentes de cada una de estas poblaciones. 
 
Siguiendo el protocolo de purificación de viriones extracelulares de IBDV (apartado 3.4.2) se 
obtienen seis mayoritarias en los gradientes de CsCl: E1 (~3%), E2 (~5%),  E3 (~12%), E4 
(~16%), E5 (~48%) y E6 (~16%) (Figura 28A). El análisis de las poblaciones mediante SDS-
PAGE y tinción con azul de Coomassie (Figura 28B) muestra un perfil similar en las 
poblaciones E2-E6, mientras que la población E1 presenta una mayor cantidad relativa de 
pVP2. La observación de estas poblaciones por separado mediante microscopía electrónica y 
tinción negativa revela que las bandas E2 a E6 están constituidas por una población homogénea 
de viriones estructuralmente íntegros (Figura 28C). Sin embargo, la población E1 está 
constituida por viriones íntegros, viriones incompletos o rotos, así como por partículas 
isométricas de tamaño y una morfología similares a las SVP T=1 y las cápsidas T=7 
anteriormente descritas (Figura 28C, flechas negras y rojas, respectivamente). La 
colocalización  de estos ensamblados virales en una misma banda con igual densidad de 
flotación implica una misma relación RNA/proteína y dado que las SVPs T=1 están compuestas 
exclusivamente por trímeros equivalentes de VP2 (apartado 4.1.5), este resultado indica que las 
cápsidas T=13 y T=7 de la banda E1 no contienen ácidos nucleicos.   
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Figura 28. Purificación de las 
poblaciones de IBDV. (A) Separación 
de las poblaciones de IBDV mediante 
ultracentrifugación isopícnica en 
gradientes de CsCl. El tubo de 
centrifugación fue iluminado con luz 
blanca y fotografiado. Se indica cada una 
de las bandas extraídas mediante punción 
lateral. (B) Análisis mediante SDS-
PAGE y tinción con azul de Coomassie 
de las poblaciones purificadas. Se 
indican las proteínas virales. (C) Análisis 
mediante microscopía electrónica y 
tinción negativa de las poblaciones 
purificadas E1, E2, E3, E4, E5 y E6. 
Todas las muestras están constituidas por 
cápsidas T=13 a excepción de E1 donde 
aparecen cápsidas T=13, T=7 (flechas 
rojas) y T=1 (flechas negras). La barra 
corresponde a 100 nm. 
 
4.3.2 Determinación de la estequiometría de los componentes estructurales de las 
poblaciones 
 
Con el fin de determinar la estequiometría de las proteínas presentes en partícula viral y, 
adicionalmente, poder estimar su masa total de proteína en el virión, las diferentes poblaciones 
virales de IBDV fueron purificadas a partir de cultivos marcados metabólicamente con [35S]-
Met. Las proteínas estructurales de las diferentes poblaciones fueron resueltas mediante SDS-
PAGE y la marca  incorporada a cada una de las proteínas virales fue cuantificada a partir de 
imágenes de autorradiografía de estos geles (Figura 29A). La población E1 fue excluida de 
estos análisis, dada su heterogeneidad estructural. El análisis de la cápsida cuasiequivalente 
T=13 de IBDV (apartado 4.1.10; (Coulibaly y col. 2005)) indica de forma inequívoca que 
existen un total de 780 copias de VP2 + pVP2 en la partícula viral. Por lo tanto, el número de 
copias de cada proteína viral fue calculado normalizando los valores de intensidad de cada 
banda respecto al número de residuos de Met de cada polipéptido y utilizando como estándar 
interno el número de copias de pVP2 + VP2 (Figura 29C). Los datos obtenidos muestran que 
cada una de las poblaciones analizadas contiene un número de copias similar de las diferentes 
proteínas del virión implica que el componente proteico entre las diferentes poblaciones es 
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prácticamente idéntico. La cuantificación en paralelo de partículas marcadas radiactivamente 
mediante autorradiografía y tinción con azul de Coomassie indica que  la estimación del número 
de copias de VP3 y VP1 es variable dependiendo de la metodología utilizada (Figura 29B-C), 
probablemente debido a una tinción diferencial de las proteínas. Finalmente, es de destacar la 
presencia de ~12 copias de VP1 por virión, un valor excesivamente alto si tenemos en cuenta 
que el complemento genómico de IBDV está constituido por dos segmentos de dsRNA.  
 
 
Figura 29. Determinación de la estequiometría proteica en la partícula viral. (A-B) Análisis 
mediante SDS-PAGE y (A) autorradiografía o (B) tinción con azul de Coomassie de viriones de la 
población E5 (el análisis electroforético de las poblaciones E2, E3, E4 y E6 presenta un patrón idéntico). 
(C) Número de copias calculadas de cada proteína por partícula viral. Se indica el peso molecular (kDa) 
número de aminoácidos y número de Met para cada proteína. Para cada valor determinado 
experimentalmente se indica el valor promedio y desviación estándar del número de copias de cada 
proteína estructural. Se muestra el número de copias de cada proteína calculado a partir de la 
cuantificación de imágenes de autorradiografía de las poblaciones E2-E6 (a), así como su valor promedio 
(b). A la derecha se muestran los valores promedio de las poblaciones E2-E6 correspondientes a la 
cuantificación mediante tinción con azul de Coomassie (c), estos valores son similares a los determinados 
previamente (Dobos y col. 1979). 
 
Siguiendo una estrategia similar a la empleada para la determinación del componente proteico,  
se purificaron las poblaciones de IBDV a partir cultivos celulares marcados metabólicamente 
con [32P]-PO43-. Dado que los resultados obtenidos previamente indican que las poblaciones E2-
E6 poseen el mismo componente proteico,  las partículas marcadas fueron analizadas mediante 
geles de agarosa a igualdad de concentración de proteína. Además, estos ensayos fueron 
realizados tanto con viriones intactos (Figura 30A), como con viriones tratados con proteinasa 
K con el objetivo de visualizar directamente su componente genómico (Figura 30B). El análisis 
visual de la autorradiografía de las poblaciones E2-E6 muestra que a igualdad de partículas 
virales, la marca detectada se corresponde con cantidades crecientes de RNA. Las partículas de 
la población E1, de forma coherente con la información previa, no incorporan marca 
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radioactiva. El análisis electroforético de las muestras digeridas con proteinasa K (Figura 30B) 
muestra la presencia de dos únicas bandas cuyas movilidades electroforéticas se corresponden 
con los segmentos de dsRNA del genoma viral y, lo que es más importante, implica que las 
diferencias de marca observada deben corresponderse con un incremento en el número de 
segmentos encapsidados. Por lo tanto, la marca incorporada por cada una de las poblaciones fue 
cuantificada y  normalizada de forma que la población E2 tomase el valor más cercano a uno 
(Figura 30C). Los resultados obtenidos muestran que respecto a la población E2 (1x) los ácidos 
nucleicos de las poblaciones E3, E4, E5 y E6 se aproximan a una relación ideal 2x, 3x, 4x y 4x, 
respectivamente. El número de segmentos encapsidados por los viriones constituyentes de cada 
población debe ser un múltiplo entero de estas relaciones y, por tanto, implica que la partícula 
viral de IBDV es capaz de encapsidar como mínimo cuatro segmentos de dsRNA, es decir dos 
copias completas de su complemento genómico. Este hecho adquiere especial relevancia ya que 
en nuestro conocimiento, es el primer caso descrito de un virus icosaédrico poliploide. 
 
 
Figura 30. Determinación de la estequiometría genómica en la partícula viral. (A-B) Análisis 
mediante geles de agarosa y autorradiografía de partículas virales (A) intactas y (B) tratadas con 
proteinasa K.  La misma cantidad de proteína fue analizada para cada población. (C) Cuantificación de 
marca relativa de las poblaciones E2-E6. Para cada valor se indica el promedio y desviación estadística 
calculados a partir de tres ensayos independientes normalizados (a). La relación idealizada corresponde al 
número entero más cercano a la señal normalizada (b). 
 
4.3.3 Caracterización biofísica de las poblaciones 
 
Con el fin de correlacionar el contenido relativo de ácidos nucleicos de cada población con el 
número de moléculas de dsRNA encapsidadas, las diferentes poblaciones de IBDV fueron 
analizadas mediante ultracentrifugación analítica (Figura 31). La distribución de coeficientes de 
sedimentación de las poblaciones E2-E6 muestra que la mayoría de las partículas de estas 
poblaciones sedimentan como una única especie bien definida con coeficientes estándar de 
sedimentación corregidos (s0) de 290, 336, 370, 418 y 416 S, respectivamente (Tabla 3). Los 
análisis de la población E1 no fueron concluyentes debido a la heterogeneidad de especies 
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presentes, en línea con los análisis previos mediante microscopía electrónica y tinción negativa 
(apartado 4.3.1), por lo que fue excluida de los cálculos posteriores. Asimismo, las diferentes 
poblaciones fueron analizadas mediante dispersión de luz dinámica y los coeficientes de 
difusión traslacional estándar D0 son similares en todas las poblaciones, con valores 
comprendidos entre 5.05 y 5.75·10-8 cm2/s (Tabla 3). Las masas moleculares de las partículas 
constituyentes de cada población fueron determinadas mediante la ecuación de Svedberg 
(apartado 3.6.3) de forma independiente a la morfología de las mismas a partir de los 
coeficientes D0 y s0. Las masas moleculares de las especies mayoritarias de las poblaciones E2, 
E3, E4, E5 y E6 fueron de 52 (±4), 54 (±2), 56 (±3), 59 (±2) y 58 (±2) MDa, respectivamente 
(Tabla 3). 
 
Figura 31. Análisis por velocidad de sedimentación de las poblaciones.  Distribución de coeficientes 
de sedimentación, c(s), de las partículas constitutivas de las poblaciones E2-E6 de IBDV a partir de 
velocidad de setimentación a 8000xg y 20ºC para un experimento.  
 
Considerando la estequiometría proteica del virión (apartado 4.6.2) y la masa molecular de sus 
proteínas, la masa molar del componente proteico de la partícula viral de IBDV es de 52 ± 2 
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MDa. Por otra parte, teniendo en cuenta el tamaño de los segmentos dsRNA incorporados (3.2 y 
2.8 kb) y una masa molecular de 682 Da/pb, la masa molecular media de las moléculas de 
dsRNA sería de  ~2 MDa. Los resultados experimentales implican que las masas moleculares de 
las poblaciones E2-E6 son únicamente compatibles con la incorporación de un número creciente 
de moléculas de dsRNA, con un incremento medio de una molécula, como se indica en la Tabla 
4. Aunque los datos presentan cierta flexibilidad, las diferentes poblaciones de IBDV se 
corresponden desde partículas vacías (E1) hasta partículas que incorporan cuatro segmentos de 
dsRNA (E5 y E6), el equivalente a dos complementos genómicos de IBDV. 
 
Tabla 3. Propiedades biofísicas de las poblaciones de IBDV 
Población 
Densidad de 
flotación (g/cc ) 
S20,w a D20,w (cm2/s ) Mw (MDa) 
Moléculas 
dsRNAb 
E2 1.298 290 ± 20 5.05 ± 0.25 52 ± 4 1 (54) 
E3 1.303 336 ± 12 5.47 ± 0.20 54 ± 2 2 (56) 
E4 1.314 370 ± 8 5.59 ± 0.15 56 ± 3 3 (58) 
E5 1.328 418 ± 10 5.72 ± 0.12 59 ± 2 4 (60) 
E6 1.330 416 ± 15 5.75 ± 0.10 58 ± 2 4 (60) 
a Coeficientes estándar de sedimentación promediados a partir de cuatro experimentos independientes 
b Número de moléculas de dsRNA compatibles con las masas moleculares experimentales. Entre paréntesis se indican las masas 
moleculares calculadas para la partícula  asumiento 52 ± 2 MDa de proteína y 2 MDa por molécula de dsRNA incorporada 
 
4.3.4 Caracterización funcional de poblaciones de IBDV 
 
Para evaluar la relación entre el complemento genómico encapsidado y la infectividad de las 
partículas virales, las diferentes poblaciones fueron tituladas mediante ensayos de formación de 
placa con diluciones seriadas de las mismas. Considerando los resultados obtenidos previamente 
(apartado 4.3.3), los ensayos fueron realizados con una misma cantidad de proteína y, por tanto, 
un mismo número de partículas físicas (PP) para cada población (Figura 32A). Las medidas 
experimentales fueron ajustadas mediante regresión lineal con el objetivo de obtener valores 
significativos para la relación [partícula física / partícula infectiva] en cada población (Figura 
32B). Los valores calculados presentan incrementos logarítmicos en la relación de infectividad 
de las poblaciones y apuntan a la posible relación entre el número de segmentos de dsRNA 
encapsidado por cada población y un incremento en la infectividad de la misma. 
 
La información bioquímica y biofísica implica que la población E1 corresponde a partículas 
vacías y por lo tanto puede ser considerada como control negativo del experimento. La 
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coincidencia entre los perfiles de infectividad de las poblaciones E1 y E2 indica que los valores 
obtenidos para esta última corresponden la infectividad residual intrínseca al propio sistema 
(purificación de varias poblaciones a partir de un único gradiente). Esta interpretación implica 
que la infectividad de la población E2 es menor que el valor experimental medido como fondo 
del experimento (E1). 
 
 
Figura 32. Infectividad de las poblaciones. (A) Titulación de las poblaciones mediante ensayo de 
formación de placa. Para cada población se representa mediante puntos el promedio del número de placas 
de lisis (PFU) observadas junto con su desviación estándar para diluciones conocidas de proteína. Las 
líneas representan la regresión lineal calculada para los valores obtenidos. (B) Relación PFU/PP calculada 
































El polimorfismo estructural es una característica intrínseca de las macromoléculas y es la clave 
para el control de todos los procesos fundamentales en biología. Sin embargo, la potencialidad 
de una macromolécula para adoptar diferentes conformaciones espaciales y/o temporales 
requiere de la existencia de un mecanismo(s) de regulación preciso, bien intrínseco o mediado 
por elementos ajenos. El control del ensamblaje y maduración de una cápsida viral 
cuasiequivalente, como la de IBDV, va más allá del ensamblaje de la proteína de la cápsida en 
diferentes posiciones con ligeras variaciones en su estructura tridimensional; además, tiene que 
estar coordinado con la incorporación, en determinados momentos, de los demás componentes 
estructurales, tanto ácidos nucleicos como otras proteínas esenciales, de forma que el virión 
generado sea funcionalmente competente. 
 
 
5.1 Ensamblaje y maduración de la cápsida de IBDV 
 
La proteína de la cápsida de IBDV, VP2, es sintetizada inicialmente como un precursor de 512 
residuos, denominado pVP2, que es procesado en su extremo C-terminal mediante una serie de 
eventos proteolíticos definidos para dar lugar a la forma madura VP2 (441 aa). En este contexto, 
muchos de los mutantes de delección C-terminal que han sido expresados en el sistema de rBV, 
bien podrían corresponderse con formas precursoras de VP2 que se generan de forma natural 
durante el ensamblaje viral. El control del polimorfismo estructural de VP2 reside en los 71 
residuos de su extremo C-terminal, que es eliminado una vez que ha realizado su función, 
quizás como un mecanismo de seguridad que genera un estado conformacional irreversible en la 
cápsida. Adicionalmente, VP3 es necesaria para la formación de un contenedor cerrado como la 
cápsida del virión (Oña y col. 2004). Sin embargo, el ensamblaje eficiente de VLPs en ausencia 
de VP3, con un tamaño y morfología similares a los del virión infectivo, es posible a partir de 
una proteína quimérica de VP2 con al menos 456 residuos y un HT fusionado en su extremo N-
terminal. La región C-terminal extra (442-456) contiene el mecanismo molecular inherente que 
permite el polimorfismo estructural de VP2, una hélice α anfipática, mientras que el HT 
mimetiza parcialmente la función de VP3 durante el ensamblaje de la cápsida. 
 
La interacción entre la hélice α anfipática y el HT, la flexibilidad conformacional de los 
extremos N- y C- terminales de (p)VP2, y el procesamiento diferencial de la región C-terminal 
de VP2 determinan el correcto ensamblaje de la cápsida viral que le va a permitir llevar a cabo 
todas sus funciones. La alteración del equilibrio entre estos factores desemboca en la formación 
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de ensamblados aberrantes como estructuras tubulares de diferente longitud y diámetro, o 
cápsidas icosaédricas de menor tamaño que la del virión. 
 
5.1.1 Procesamiento proteolítico de la proteína de la cápsida 
 
La poliproteína de IBDV es una fusión del precursor de la proteína de la cápsida (pVP2), la 
proteasa viral (VP4) y la proteína de andamiaje (VP3). pVP2 experimenta un procesamiento 
secuencial mediado por VP4. La forma intermedia de pVP2 resultante es posteriormente 
procesada para dar lugar a la forma madura VP2 mediante un mecanismo aún sin determinar, 
posterior a la formación de la cápsida (Chevalier y col. 2002). El procesamiento progresivo de 
pVP2, por tanto, evita la tendencia natural de la forma madura, VP2, a ensamblarse como SVPs 
T=1 constituidas únicamente por pentámeros. Un mecanismo de ensamblaje efectivo que evite 
el predominio de estructuras aberrantes lo constituye el ensamblaje inicial de los viriones como 
una procápsida que madura mediante una serie de transiciones estructurales postensamblaje 
(Steven y col. 2005). 
 
Estudios bioquímicos llevados a cabo con IPNV, un birnavirus de peces estrechamente 
relacionado, han mostrado la existencia de un provirión que madura mediante el procesamiento 
de pVP2 (Villanueva y col. 2004). La maduración postensamblaje ha sido también descrita en 
nodavirus y tetravirus, que se ensamblan como proviriones con cápsidas T=3 (Schneemann y 
col. 1998) y T=4 (Canady y col. 2000), respectivamente, compuestos de una única proteína α. 
La maduración del provirión es relativamente lenta y tiene lugar mediante el procesamiento 
autocatalítico de la proteína α, mediado por el residuo Asp75 (Zlotnick y col. 1994). Este 
proceso genera la proteína madura de la cápsida, β, y el péptido γ, dando lugar a un 
reordenamiento de las subunidades de la cápsida. Considerando la  alta homología estructural 
entre las proteínas de la cápsida (Coulibaly y col. 2005), la similitud funcional de IBDV, 
nodavirus y tetravirus (Ahlquist 2005), así como la analogía entre sus mecanismos de 
ensamblaje, hipotetizamos que la autoproteolisis de VP2 es el evento de procesamiento final 
que da lugar a la forma madura de VP2. VP2 posee dos residuos Asp (Asp391 y Asp431) que 
podrían actuar como residuos catalíticos, ya que se encuentran espacialmente próximos al 
residuo Ala441 de VP2, localizado hacia el interior de la cápsida y presumiblemente inaccesible 
a las enzimas celulares. Análisis preliminares que están siendo realizados en nuestros 
laboratorios mediante mutagénesis dirigida de los residuos diana (Ala441 y Phe442) y los 
potenciales residuos catalíticos (Asp391 y Asp431) avalan esta hipótesis (Irigoyen, 
comunicación personal). 
 
                                                                                                                Discusión 
 
 83
5.1.2 Interruptores moleculares y factores de activación 
 
Aunque diversos estudios estructurales han proporcionado algunas claves sobre los factores que 
determinan la conformación de la proteína(s) de la cápsida de un virus, el mecanismo 
subyacente no se comprende completamente (Abrescia y col. 2004). Los distintos estados 
conformacionales pueden estar  controlados por regiones flexibles de la proteína (bucles de los 
extremos N- y C- terminal), dsRNA, ssRNA, iones metálicos, pH o combinaciones de todos los 
anteriores (Johnson 1996). Estos factores, denominados interruptores moleculares, pueden ser 
insuficientes en cápsidas complejas y se requiere de una o más proteínas auxiliares que actúan 
como efectores moleculares (proteínas de andamiaje, otras proteínas minoritarias o proteínas 
enzimáticas) (Dokland 2000). 
 
Nuestros resultados indican que el interruptor molecular de VP2  se localiza en el segmento 
443-GFKDIIRAIR-452, unido temporalmente, que está organizado como un hélice α anfipática. 
Por este motivo, el mutante HT-VP2-456 representa una frontera abrupta para que VP2 adquiera 
una o múltiples conformaciones. Si las subunidades proteicas son de menor extensión, como es 
en el caso de la variante HT-VP2-441, sólo se forman estructuras constituidas por pentámeros 
(cápsidas T=1); por el contrario, si las subunidades proteicas contienen el segmento 443-452 se 
pueden ensamblar cápsidas T=1 y T=13 (Figura 33A). 
 
El perfil helicoidal de la secuencia 442-453 de pVP2 en su análisis mediante CD y su identidad 
con la secuencia 241-250 de la LmTIM  nos ha permitido postular que se pliega como una 
hélice α anfipática (Saugar y col. 2005). Esta secuencia se encuentra muy conservada entre los 
diferentes birnavirus analizados (Da Costa y col. 2002). La reciente resolución de la estructura 
atómica del segmento C-terminal  442-487 de pVP2 mediante NMR (Galloux y col. 2007) 
ratifica el modelo estructural propuesto (Figura 33B). 
 
Los resultados obtenidos con las variantes VP2-456 y VP2-466  demuestran que  la presencia de 
la hélice α anfipática no es suficiente para formar cápsidas T=13. Puesto que la incorporación 
de un HT en las diferentes variantes de pVP2 es fundamental para el ensamblaje efectivo  de las 
cápsidas T=13, sustituyendo parcialmente la función de VP3, ambas secuencias fueron 
comparadas. La única similitud se localiza en los cinco últimos residuos del extremo C-terminal 
de VP3, que se alinean con una región similar del HT (Figura 33C). La ausencia de otros 
segmentos similares en la secuencia de VP3 sugiere su singularidad e importancia. 
Observaciones previas corroboran su trascendencia para el correcto ensamblaje de la cápsida, ya 
que los mutantes de VP3 cuyos residuos C-terminales han sido deleccionados o alterados  no 
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son capaces de ensamblarse en cápsidas T=13 y  forman ensamblados tubulares o aberrantes 
(Maraver y col. 2003; Chevalier y col. 2004). 
 
 
Figura 33. Control del ensamblaje mediante la interacción entre un interruptor molecular y un 
factor de activación. (A) Esquema de los diferentes ensamblados formados por VP2 (rojo) dependiendo 
de la extensión de su extremo C-terminal (gris) en ausencia (VP2) o presencia (HT-VP2) de un HT amino 
terminal (azul). Al incrementar la extensión de la secuencia C-terminal de las variantes de VP2 o HT-VP2 
se produce un desplazamiento desde el ensamblaje de cápsidas similares a las SVPs T=1 hacia la 
formación de estructuras helicoidales con un ordenamiento hexagonal. Se muestra la secuencia completa 
C-terminal de pVP2, los sitios que delimitan los diferentes mutantes y la hélice α del péptido 443-
GFKDIIRAIR-452 (amarillo). (B) Alineamiento de la hélice α anfipática de VP2 modelada a partir de  la 
secuencia 241-250 de LmTIM (amarillo) y la estructura atómica del péptido 442-487 de pVP2 (PDB 
2IMU)(Galloux y col. 2007). Los residuos correspondientes a la hélice α anfipática se representan en azul 
y el resto en blanco. Se muestra un esquema de los SSE de la estructura resuelta, así como la secuencia de 
la misma. (C) Complementariedad de cargas entre la hélice α anfipática y los cinco últimos residuos de la 
región C-terminal de VP3, o la región equivalente del HT. Tanto las secuencias de VP3 como del HT se 
muestran invertidas (desde el extremo C-terminal al N-terminal). 
 
La comparación de las secuencias del extremo C-terminal de VP3 y  la de la hélice α anfipática 
revela la complementariedad de cargas entre ambas, y sugiere la naturaleza electrostática de la 
interacción entre ambos elementos. Además, tanto los residuos ácidos del HT como los del 
extremo C-terminal de VP3  están precedidos por una región básica que podría tener alguna 
función adicional. En nuestro modelo, esta interacción electrostática sería transmitida al resto de 
la estructura VP2 induciendo los cambios conformacionales necesarios. Se han descrito a nivel 
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atómico mecanismos de esta naturaleza como, por ejemplo, la transmisión del cambio 
conformacional tras la unión del ligando que media la regulación alostérica de las integrinas 
(Xiao y col. 2004). Estudios en paralelo llevados a cabo en nuestro laboratorio demuestran que 
el HT mimetiza parcialmente al C-terminal de VP3, y confirman tanto la naturaleza 
electrostática de las interacciones entre ambos segmentos, como la importancia de las regiones 
ácida y básica del HT (Saugar, comunicación personal). 
 
5.1.3 Ensamblaje de pentámeros y hexámeros 
 
Las pequeñas diferencias estructurales entre las cápsidas de IBDV y HT-VP2-466 se localizan 
en sus superficies interna y externa (Figura 21). Mientras que las diferencias en las superficies 
externas, localizadas fundamentalmente en las densidades que conectan los dominios 
protuberantes de trímeros adyacentes, son residuales, las densidades adicionales observadas en 
el interior de la cápsida de HT-VP2-466 (radio ~268-285 Å) son de mayor tamaño y se 
distribuyen en los ejes pentaméricos y en los ejes hexaméricos locales. Esas densidades han sido 
interpretadas como la visualización directa de haces de hélices α.  
 
Aunque la formación del pentámero en la SVP T=1 es independiente de cualquier otro 
componente viral, los pentámeros correspondientes de las cápsidas del virión y de HT-VP2-466 
se ensamblan en un contexto más fisiológico y, por lo tanto, otros factores adicionales deben ser 
considerados. La comparación de los pentámeros de las diferentes estructuras analizadas sugiere 
que un extremo C-terminal relativamente grande interfiere en los contactos pentaméricos. Esta 
interpretación viene sustentada por el desplazamiento hacia la formación de estructuras 
tubulares al aumentar la extensión del extremo C-terminal en las variantes HT-VP2 (Figura 
33A). Sin embargo, la estructura de la cápsida T=13 de HT-VP2-466 indica que el 
procesamiento del dominio C-terminal de VP2 es suficiente para permitir estos contactos en los 
ejes de simetría de orden 5. 
 
En nuestro modelo de ensamblaje de la cápsida T=13, un procesamiento rápido del extremo C-
terminal de pVP2 daría lugar a la formación de un haz de hélices α e impediría la interacción 
con VP3. Como resultado, las moléculas de VP2 se asociarían como un pentámero en el que los 
contactos entre trímeros vecinos están curvados. Finalmente, las hélices α anfipáticas serian 
eliminadas (Figura 34). Este mecanismo es conceptualmente análogo al sistema de ensamblaje 
de nodavirus (Schneemann y col. 1998), aunque el mecanismo de ensamblaje para IBDV debe 
se más sofisticado ya que la geometría de la cápsida es más compleja (T=13 versus T=3). La 
cápsida de nodavirus está formada por 60 trímeros en los que la proteína de la cápsida establece 
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dos tipos de contactos: i) los trímeros relacionados por ejes de simetría icosaédrica de orden 2 
que forman 60 contactos planos con un ángulo diédrico de 180º, y ii) los trímeros relacionados 
mediante ejes locales de simetría de orden 2 que establecen 120 contactos curvados con un 
ángulo diédrico de 144º. Los contactos planos son debidos a una doble hélice de RNA y un 
péptido N-terminal insertados en la cavidad entre subunidades (Fisher y Johnson 1993). 
Además, los análisis cinéticos sugieren que las 120 subunidades que forman contactos curvados 
son procesadas  más rápidamente que las 60 subunidades que forman contactos planos 
(Gallagher y Rueckert 1988). En la cápsida T=13, los contactos entre los trímeros de VP2 de los 
vértices pentaméricos presentan un ángulo diédrico de ~140º, similar al de nodavirus. El haz de 
hélices α en los ejes pentaméricos es similar al haz pentamérico de hélices que forman los 
péptidos γ en la cápsida de nodavirus (Cheng y col. 1994; Galloux y col. 2007). Los pentámeros 
de VP2 actuarían posteriormente como elementos nucleadores de trímeros adicionales con 
contactos planos. 
 
En este contexto, la flexibilidad conformacional de la hélice C-terminal α4, determinada tras la 
comparación de los mapas de crioME y rayos X de las SVPs T=1, desempeñaría un papel 
fundamental para la formación del haz de hélices y/o el procesamiento proteolítico final 
mientras VP2 está todavía ensamblada como un intermediario de pVP2. Además, la mayoría de 
los extremos C-terminal de VP2 permanecen desordenados en el virión, sugiriendo un estado 
conformacional relajado una vez que el último evento proteolítico ha tenido lugar. 
 
Los contactos coplanares están constituidos por trímeros de VP2 de un triángulo G4 y por el 
trímero e (Figura 17). En nuestro modelo de ensamblaje, la inserción de las hélices α 
anfipáticas, a modo de cuña, en las cavidades hidrofóbicas de la cara interna de los hexámeros 
impide la curvatura en estos contactos. En este caso, la función de la hélice α anfipática es 
análoga a la del extremo N-terminal de la proteína de la cápsida de nodavirus (Fisher y Johnson 
1993). Los análisis llevados a cabo de las variantes de pVP2 con diferentes extensiones de su 
extremo C-terminal muestran que se forman hexámeros con mayor probabilidad si aumenta la 
longitud del dominio C-terminal y, por lo tanto, se ensamblan fundamentalmente como 
estructuras tubulares (Figura 33).  En esta línea, el procesamiento del dominio C-terminal 
podría ser más lento debido a su interacción con VP3 (Figura 34). 
 
En resumen, mediante el análisis de la estructura de la proteína de la cápsida, la arquitectura del 
virión y el ensamblaje se han revelado similitudes inesperadas entre virus evolutivamente 
distantes (Bamford y col. 2005).  El ensamblaje de IBDV está controlado por una proteína de 
andamiaje (VP3) y proteínas con actividad proteasa (VP4 y posiblemente VP2) que degradan 
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Figura 34. Modelo de ensamblaje de IBDV.  VP2 es sintetizada inicialmente como un precursor, pVP2. 
La extensión C-terminal contiene el interruptor molecular, la hélice α anfipática, que es representado 
como un cilindro seguido de una zona desestructurada. (A) Cuando pVP2 es expresada en ausencia de 
otros componentes virales se forman estructuras tubulares constituidas exclusivamente por hexámeros 
(izquierda). Sin embargo, cuando se expresa directamente la forma madura, VP2, se ensamblan SVPs 
T=1 constituidas únicamente por pentámeros. (B) La velocidad de procesamiento de extremo C-terminal 
de pVP2 determina si el extremo C-terminal (mostrado como un bucle) de VP3 (verde) puede 
interaccionar con pVP2. Si el procesamiento es rápido, las hélices α anfipáticas se asocian para formar un 
haz con contactos inclinados entre los trímeros. En contraste, el procesamiento lento permitiría la 
interacción entre los extremos C-terminales de VP2 y VP3. Las líneas onduladas indican el dinamismo de 
la interacción de VP3 con VP2; aunque se indica que seis cadenas de VP3 estabilizan temporalmente la 
formación del hexámero entre trímeros de VP2 con contactos planos, la estequiometría de esta interacción 
podría se mayor. (C) Estructura tridimensional de: SVP T=1 (arriba), cápsida T=13 de IBDV (medio) y 
partícula helicoidal de HT-VP2-494 (abajo). La reconstrucción de HT-VP2-494 corresponde a 
procesamiento preliminar con una única partícula helicoidal. 
 
una secuencia corta específica de la proteína de la cápsida en una serie de eventos consecutivos. 
Estos factores, junto con la flexibilidad conformacional del extremo C-terminal de VP2, 
inducen que de la hélice α anfipática de VP2 se ensamble interaccionando en hexámeros o 
pentámeros. Las interacciones mediadas por hélices α anfipáticas pueden ser una característica 
común en la activación de complejos macromoleculares (Johnston y col. 2005) y, como se ha 
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visto en el caso del ensamblaje de VIH (Ternois y col. 2005), utilizados como dianas de futuras 
estrategias antivirales. Nuestros datos del mecanismo de ensamblaje de IBDV apoyan la 
relación evolutiva sugerida entre los virus (+) ssRNA y los birnavirus. 
 
 
5.2 Funciones de VP3 durante el ciclo viral 
 
La comparación estructural de las cápsidas de IBDV y HT-VP2-466 ha sido fundamental para 
determinar inequívocamente su identidad estructural básica y para asignar características 
estructurales a componentes bioquímicos. Las pequeñas diferencias estructurales entre estas 
cápsidas no dan cuenta del contenido total de VP3 en la composición total de virión (apartado 
4.1.9). La determinación de la estequiometría proteica de las diferentes subpoblaciones de 
IBDV muestra que todas las partículas virales contienen ~450 copias de VP3, 
independientemente del número de segmentos de dsRNA encapsidados. Este resultado indica 
que, de alguna manera, el número de moléculas de VP3 que se incorporan al virión está 
relacionado con el número de moléculas de VP2 que forman la cápsida T=13. Una razón 
plausible puede ser debida a su función estabilizadora temporal, llevada a cabo mediante una 
estructura de andamiaje regular, que mantendría una cápsida inestable formada por 780 copias 
de pVP2/VP2, por ejemplo una procápsida (Steven y col. 2005). Por lo tanto, durante el 
ensamblaje viral, y considerando su participación temporal en la morfogénesis de la cápsida, 
VP3 actúa como una proteína de andamiaje canónica (Dokland 1999). Además, VP3 establece 
un complejo patrón de interacciones esencial para la viabilidad del virus: i) recluta a VP1 
(Lombardo y col. 1999); y ii) interacciona con el dsRNA viral (Tacken y col. 2002; Kochan y 
col. 2003). Las proteínas virales que interaccionan con los ácidos nucleicos y median su 
selección, empaquetamiento y/o condensación dentro de la cápsida viral, se encuentran muy 
extendidas entre las diferentes familias virales (Figura 35A). 
 
Mediante tratamientos químicos, ha sido posible romper controladamente la cápsida de IBDV y 
caracterizar la organización de los componentes estructurales del virión infectivo (Figura 35B). 
Los análisis bioquímicos y estructurales demuestran que VP3 forma complejos estables con los 
segmentos de dsRNA y la RNA-polimerasa viral, VP1, formando RNPs funcionalmente 
competentes para la síntesis de RNA. La definición de las RNPs y los complejos VPg-dsRNA 
en dos bandas de distinta movilidad electroforética (apartado 4.2.2) implican que todas la 
moléculas de dsRNA tienen VPg unido covalentemente y que el número de moléculas de VP3 
unidas al dsRNA es constante. Si consideramos que las poblaciones de IBDV de mayor 
densidad de flotación son capaces de encapsidar 4 segmentos de dsRNA (apartado 4.3.3), cada 
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segmento estaría acomplejado con ~110 moléculas de VP3, lo que supone ~26 pb/molécula 
VP3. 
 
Por otra parte, la ausencia de compresión longitudinal de las RNPs respecto de al dsRNA 
desnudo indica que las moléculas de VP3 deben estar interaccionando a lo largo del dsRNA y 
excluye la posibilidad de que éste se encuentre enrollado alrededor de la proteína, como ocurre 
por ejemplo en la heterocromatina (Figura 35C-D). No obstante, esta interpretación no excluye 
la posibilidad de en el interior de la cápsida viral existan interacciones entre las moléculas de 
VP3 comprimiendo el genoma viral. De hecho, la capacidad de oligomerización de VP3 
(Maraver y col. 2003) apoyaría dicha hipótesis y bajo ciertas condiciones de análisis (presencia 
de glicerol y Mg2+) se observan filamentos de RNPs apilados (resultados no mostrados). 
 
Dado que la célula huésped carece de la maquinaria enzimática necesaria para convertir el 
dsRNA en una molécula de mRNA traducible, los viriones infectivos de los virus dsRNA 
también contienen las enzimas necesarias para la transcripción primaria. Los virus dsRNA 
llevan a cabo la trascripción de su genoma en el interior de una cápsida especializada 
(nucleocápsida T=2) ya que la maquinaria de trascripción es una parte integral de la misma. La 
cápsida T=2 mantiene su integridad estructural tras la entrada del virus en la célula infectada, y 
no sólo actúa como maquinaria trascripcional y replicativa, sino que además protege el dsRNA 
viral de los mecanismos de defensa celular. La única excepción genuina, que no presenta la 
cápsida T=2, entre los virus dsRNA se debe a los miembros de la familia Birnaviridae 
(apartado 1.4). Considerando que las RNPs virales son competentes para la síntesis de RNA en 
ausencia de VP2 y/o una cápsida estructuralmente integra y que, además, tienen una menor 
accesibilidad frente a la degradación con ribonucleasas (apartado 4.2.2), las RNPs de IBDV 
podrían asumir parte de las funciones asociadas a la nucleocápsida T=2. Así las RNPs  actuarían 
como parte integral de la maquinaria trascripcional y protegerían el dsRNA de la degradación 
mediante ribonucleasas que median el mecanismo de defensa de célula hospedadora (Biron y 
Sen 2007). Sin embargo, no está establecido si la cápsida del virión se desensambla tras la 
entrada en la célula, 
 
La reciente resolución de las estructuras atómicas de VP1 (Garriga y col. 2007; Pan y col. 2007) 
y de la región central de VP3 (Casañas y col. 2007) aportan nuevas evidencias sobre la función 
de VP3 como regulador trascripcional. El sitio activo de VP1 se encuentra parcialmente 
bloqueado de forma constitutiva por el llamado bucle B. Sin embargo, la interacción del 
extremo C-terminal de VP3 con VP1 induce un cambio conformacional en la polimerasa viral 
que retira el bucle B de su posición inicial y elimina el impedimento estérico en el sitio activo 
(Garriga y col. 2007). Por otra parte el dominio C-terminal de la región central de VP3 presenta  





Figura 35. Proteínas de interacción con el genoma viral. (A) Proteínas de interacción con ácidos 
nucleicos de virus de diferente naturaleza (dsDNA, ssRNA + y -). En cada caso, se indica la familia viral, 
naturaleza del genoma y proteínas de interacción conocidas. (B) Tratamientos para el desensamblaje de la 
partícula viral. En la parte superior se muestra el modelo del virión infectivo de IBDV con cuatro 
segmentos de dsRNA acomplejados con VP1/VPg y VP3 formando RNPs. En la parte inferior se muestra 
el efecto de los diferentes tratamientos en la partícula viral. En presencia de baja fuerza iónica y un agente 
quelante de metales divalentes la cápsida viral se desensambla pero manteniendo las interacciones entre 
los demás componentes estructurales (izquierda). En presencia de SDS, se rompen todas las interacciones 
entre los componentes a excepción de la unión covalente entre la VPg y el dsRNA (centro); finalmente, la 
incubación con proteinasa K degrada el componente proteico del virión y libera el dsRNA (derecha). (C) 
Modelo de interacción de ácido nucleico rodeando a la proteína que implica compresión longitudinal. (D) 




homologías estructurales con factores reguladores de la transcripción. En concreto con el 
dominio σ2 del factor σ70 de Thermus thermophilus (Vassylyev y col. 2002), y con el dominio 
SRI de Set2, una metil-transferasa de la histona H3 (Vojnic y col. 2006). Estos factores 
interaccionan con la RNA polimerasa celular y llevan a cabo funciones clave en el proceso de 
transcripción como el reconocimiento de la secuencia promotora y la desestabilización de la 
doble hélice del DNA para exponer el sitio de iniciación de la transcripción. 
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5.3 IBDV, un virus icosaédrico poliploide 
 
Nuestros análisis estructurales implican que la partícula infectiva de IBDV posee una cápsida 
cuasiequivalente constituida por una única proteína, VP2. Aunque se han descrito numerosas 
cápsidas T=13 para diferentes virus dsRNA (Prasad y col. 1988; Shaw y col. 1996; Grimes y 
col. 1997; Dryden y col. 1998; Nakagawa y col. 2003), la nucleocápsida interna T=2 dirige el 
ensamblaje de la cápsida T=13 y es necesaria para su integridad, como ha sido demostrado en 
sistema de la cápsida de BTV (Grimes y col. 1998). Por lo tanto, en nuestro conocimiento, la 
cápsida T=13 de IBDV (y la cápsida de HT-VP2-466) es la mayor cápsida estrictamente 
cuasiequivalente descrita. No obstante, resulta sorprendente la generación y/o mantenimiento de 
este tipo de cápsida en los birnavirus para encapsidar un complemento genómico de sólo 6 kpb, 
que daría lugar a una densidad de empaquetamiento teórica de 10 bp/100 nm3 en el interior de la 
cápsida (Casjens 1997). Este valor contrasta con la coherencia que presentan los virus 
icosaédricos entre el tamaño de su genoma y el volumen interno de su cápsida (Tabla 4, última 
columna). A este respecto, el análisis de las diferentes poblaciones de IBDV resulta revelador, 
ya que demuestra que el virión es capaz de empaquetar  hasta cuatro segmentos de dsRNA viral, 
es decir, se constituyen partículas virales poliploides  que contienen el equivalente a dos 
complementos genómicos completos (12 kpb), que además se encuentran como RNPs 
interaccionando con las proteínas VP1 y VP3 (Figura 35B). 
 
Considerando el volumen interno de la cápsida T=13 del virión (77900 nm3, con un radio 
interno promedio de 26.5 nm), la longitud del ácido nucleico (3.6 µm, para cuatro segmentos de 
3 kpb y un paso de rosca de 3 Å/pb) y sustrayendo el volumen ocupado por VP1 y VP3 en el 
interior de la cápsida, la distancia promedio entre las cadenas de dsRNA es de ~4.3 nm (Tabla 
4). Este espaciamiento se encuentra en el rango determinado para los virus dsRNA de hongos de 
las familias Totiviridae y Chrysoviridae (Castón y col. 1997; Castón y col. 2003; Castón y col. 
2006) (Tabla 4) y ha sido relacionado con una mayor facilidad para el movimiento del complejo 
replicativo y/o trascripcional en el interior de la partícula. 
 
Por otra parte, si consideramos la existencia de VLPs constituidas por VP2 con una geometría 
T=7, la estimación del espaciamiento teórico del dsRNA indica que el volumen interno de esta 
cápsida es suficiente para acomodar un único complemento genómico completo, pero con una 
densidad de empaquetamiento similar a la de los miembros de la familia Reoviridae (Tabla 4). 
En conjunto, se podría pensar que el desarrollo y/o mantenimiento de una cápsida grande, como 
la T=13 de IBDV, puede estar relacionado con un mecanismo para generar menores tensiones 
durante la síntesis de RNA, ya que al aumentar el volumen disponible, las fricciones 
                  Capítulo 5 
 
 92
disminuyen. El análisis comparativo de las densidades de empaquetamiento en los diferentes 
viriones dsRNA (Tabla 4) sugiere que existen dos tendencias entre los virus dsRNA en función 
del número de segmentos empaquetados. Por una parte, los miembros de la familia Reoviridae, 
cuyo genoma está compuesto por 10-12 segmentos de dsRNA, incorporan ~12 moléculas de 
RNA-polimerasa localizada en el interior de los vértices pentaméricos de la nucleocápsida y 
alrededor de la cual se organiza el dsRNA de forma compacta. Por otra parte, los virus de 
hongos, que incorporan una o dos copias de RNA-polimerasa y un único segmento de dsRNA 
genómico, con un empaquetamiento relativamente laxo. El único modelo que no sigue estos 
patrones es el bacteriófago φ6, cuya nucleocápsida contiene ~12 copias de la proteína P2, la 
RNA-polimerasa, y tres segmentos de dsRNA (Poranen y col. 2001). En este caso, se ha 
demostrado que varias moléculas de RNA-polimerasa pueden unir y transcribir un mismo RNA 
molde (Emori y col. 1983). La determinación de la estequiometría proteica de las partículas de 
IBDV indica que el virión infectivo incorpora ~12 copias de su RNA-polimerasa (apartado 
4.3.2). Además de con la doble función de VP1 como RNA-polimerasa y como cebador 
proteico en la síntesis de RNA, el alto número de copias de VP1 podría estar relacionado con la 
posibilidad de que, al igual que ocurre en el bacteriófago φ6, varias copias de VP1 transcriban 
un mismo segmento. Aunque tampoco se puede descartar que este proceso se lleve a cabo fuera 
de la cápsida viral, ya que las RNPs son por sí solas competentes para la replicación y protegen 
al genoma de la degradación por ribonucleasas. 
  
El análisis del componente genómico del virión de IBDV no sólo demuestra la incorporación de 
hasta dos complementos genómicos completos, sino que además los segmentos A y B son 
incorporados en una misma proporción relativa en las partículas de las poblaciones E2-E6. Es 
de destacar que aunque las partículas de la población E2 sólo incorporan una molécula de 
dsRNA, a nivel poblacional los segmentos virales A y B están representados por igual. Esos 
resultados sugieren que IBDV carece de un mecanismo de selección de los segmentos de 
dsRNA como ha sido demostrado para el bacteriofago dsRNA, ϕ6 (Mindich 2004) y sugerido 
para otros virus dsRNA como reovirus y rotavirus (Harrison 2001) y, por tanto, las moléculas de 
dsRNA serían encapsidadas de forma aleatoria en el virión. Si el empaquetamiento de los 
segmentos A y B fuese aleatorio, la incorporación de dos moléculas de dsRNA impicaría una 
relación PFU/PP de 0.5, mientras que si se incorporan cuatro segmentos la relación PFU/PP 
sería cercana a 1. En este contexto, la poliploidía de IBDV supone un mecanismo que 
incrementa notablemente la posibilidad de ensamblar un virión que incorpore un complemento 
genómico completo. De hecho, en una infección natural, las poblaciones que contienen más de 
un complemento genómico completo (E4, E5 y E6) dan cuenta de ~80% de la partículas totales, 
y el análisis funcional de las mismas indica que existe una correlación directa entre el número 
de segmentos empaquetados y la infectividad de la partícula. 
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Mientras algunos virus pleomórficos con una nucleocápsida helicoidal y una envuelta lipídica 
pueden ser poco restrictivos en cuanto a la longitud del genoma empaquetado (Hosaka y col. 
1966; Simon 1972; Enami y col. 1991; Sanchez y col. 2007),  los virus icosaédricos  tienen un 
volumen bien definido que impone la incorporación de un único genoma y establece unos 
límites precisos para la longitud del mismo (Flint y col. 2000). Casos bien definidos de 
poliploidía son el virus del sarampión (MV), un paramixovirus que produce partículas 
extremadamente pleomórficas con tamaños que varían desde 120 hasta >300 nm (Rager y col. 
2002) y los retrovirus, que incorporan dos copias de su genoma (+)ssRNA en la partícula viral 
(Paillart y col. 2004). En nuestro conocimiento, IBDV es el primer virus icosaédrico descrito 
con poliploidía. Este hecho adquiere especial relevancia puesto que no sólo lo diferencia de los 
demás virus dsRNA sino que supone nuevas posibilidades en su estrategia replicativa viral. 
 
Los birnavirus han sido descritos como un vínculo evolutivo entre los virus dsRNA y (+)ssRNA 
(Ahlquist 2005; Coulibaly y col. 2005; Pan y col. 2007). La proteína de la cápsida de IBDV, 
VP2, representa un hibrido estructural entre la proteína de la cápsida de virus (+)ssRNA, como 
nodavirus y tetravirus, y la proteína de la cápsida externa de virus dsRNA con ciclo extracelular 
de la familia Reoviridae. Asimismo, la relación evolutiva entre los birnavirus y los virus 
(+)ssRNA se refleja en la permutación de los dominios de la palma de las polimerasas de IBDV 
y tetravirus, la presencia de un genoma bisegmentado y el proceso proteolítico de maduración 
de la proteína de la cápsida (apartado 1.4). Nuestros resultados evidencian la singularidad de la 
estrategia replicativa de IBDV. La densidad de empaquetamiento y bajo nivel de organización 
de los ácidos nucleicos en la cápsida de IBDV es similar a la de los virus dsRNA de hongos 
(Totiviridae y Chrysoviridae), mientras que la relación estequiométrica entre los segmentos de 
dsRNA y la RNA-polimerasa en la partícula viral recuerda a la del bacteriofago φ6. El 
mecanismo de maduración de la cápsida viral presenta nuevos elementos comunes con el de 
nodavirus y tetravirus, ya que ambos sistemas emplean péptidos temporalmente unidos a la 
proteína de la cápsida para regular el polimorfismo de la misma durante el ensamblaje de la 
partícula viral y son procesados proteolíticamente una vez han llevado a cabo su función. 
Finalmente, es de destacar la organización de la maquinaria trascripcional de  los birnavirus en 
RNPs, un ensamblado ausente en las demás familias de virus dsRNA y sin embargo muy 
extendido entre los virus (-)ssRNA. Curiosamente, la poliploidía genética ha sido descrita en 
algunos virus pleomórficos (-)ssRNA y en retrovirus. Sin embargo, la poliploidía de IBDV es 
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1. La cápsida T=13 de IBDV esta formada exclusivamente por trímeros cuasiequivalentes 
de VP2. El polimorfismo estructural del precursor de la proteína de la cápsida de IBDV, 
pVP2, viene mediado por una hélice α anfipática localizada en su extremo C-terminal. 
La expresión de una forma quimérica de VP2 que contiene simultáneamente la hélice α 
anfipática C-terminal y un tag de His N-terminal, que mimetiza al extremo C-terminal 
de VP3 en la morfogénesis viral, da lugar a cápsidas T=13. 
 
2. La combinación de los mapas tridimensionales a resolución subnanométrica derivados 
de los análisis de crioME con estructuras atómicas ha permitido identificar con una alta 
precisión los elementos de estructura secundaria de VP2, y definir la flexibilidad 
conformacional de sus extremos N- y C-teminal. El procesamiento del extremo C-
terminal de pVP2 junto con la disposición alternativa de la hélice α anfipática como un 
haz compacto de cinco hélices, ο una distribución abierta de seis hélices en forma de 
estrella, determina el ensamblaje de pentámeros o hexámeros de VP2, respectivamente, 
 
3. A partir de células infectadas por IBDV es posible purificar hasta seis poblaciones 
naturales de viriones que comparten una misma estequiometría proteica pero que, a 
medida que son mas densas, encapsidan cantidades crecientes de complemento 
genómico que se correlacionan con un incremento de infectividad. Estos resultados 
demuestran que IBDV es el primer virus icosaédrico poliploide descrito. 
 
4. Los complejos ribonucloproteicos, RNPs, de IBDV están constituidos por el dsRNA 
viral y las proteínas VP1 y VP3. Estas RNPs son ensamblados filamentosos 
homogéneamente recubiertos por VP3 que son funcionalmente competentes para la 
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Although double-stranded (ds) RNA viruses are a rather diverse group,
they share general architectural principles and numerous functional fea-
tures. All dsRNA viruses, from the mammalian reoviruses to the bacterio-
phage f6, including fungal viruses, share a specialized capsid involved in
transcription and replication of the dsRNA genome, and release of the
viral plus strand RNA. This ubiquitous capsid consists of 120 protein sub-
units in a so-called T ¼ 2 organization. The stringent requirements of
dsRNA metabolism may explain the similarities observed in capsid archi-
tecture among a broad spectrum of dsRNA viruses. We have used cryo-
electron microscopy combined with three-dimensional reconstruction
techniques and complementary biophysical techniques, to determine the
structure at 26 A˚ resolution of the Penicillium chrysogenum virus (PcV) cap-
sid. In contrast to all previous studies of dsRNA viruses, PcV capsid is an
authentic T ¼ 1 capsid with 60 equivalent protein subunits. This T ¼ 1
capsid is built with the largest structural protein (110 kDa). Structural
comparison between viral particles and capsids devoid of RNA show
changes along the inner surface of the capsid, mostly located around the
icosahedral 5 and 3-fold axis. Considering that there may be numerous
interactions between the inner surface of the protein shell and the under-
lying RNA, the genome could have an important role in the conformation
of the structural subunits. The empty capsid structure suggests a mechan-
ism for transcript release from actively transcribing particles. Further-
more, sequence analysis of the PcV coat protein revealed that both halves
of the protein share numerous regions of similar amino acid residues.
These results open new perspectives when considering the structural
organization of dsRNA virus capsids.
q 2003 Elsevier Ltd. All rights reserved.
Keywords: PcV; double-stranded RNA; virus capsid; cryo-electron
microscopy; three-dimensional structure*Corresponding authors
Introduction
Viruses are a paradigm in optimization of
resources due to their limited coding capacity, and
for that reason, they must use general simple prin-
ciples to successfully accomplish their life-cycles.1
Specifically, they need only one or a few different
proteins to build an infectious viral particle with a
number of essential functions. This is possible for
two reasons: the extensive use of symmetry and
the conformational polymorphism of the structural
proteins.2 Thus, without considering complex
viruses, two major assemblies are found: icosahe-
dral and helical particles.3 Surface morphology of
icosahedral viruses can be described following the
traditional concepts of the quasi-equivalence intro-
duced by Caspar & Klug;4 from a geometrical
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point of view, any icosahedral capsid can easily be
described by its triangulation number (T). When
capsids are assembled from different gene pro-
ducts, T numbers are no longer valid, and pseudo
T (P) numbers are used instead. The simplest cap-
sids are built from 60 identical subunits and
assembled into pentamers ðT ¼ 1Þ; those with
more than 60 subunits are assembled into penta-
mers and hexamers, and cannot have identical but
“quasi-equivalent” environments ðT . 1Þ: The T
number describes the number of different environ-
ments occupied by a subunit, and the rules of
quasi-equivalence allow only certain values of T5
(those following the relationship T ¼ h2 þ hk þ k2;
where h and k are non-negative integers). However,
there appeared several notable exceptions6 that cir-
cumvent the quasi-equivalence laws, such as the
all-pentamer capsid of papillomaviruses and papo-
vaviruses ðT ¼ 7Þ; formed by 72 pentamers instead
of 12 pentamers and 60 hexamers (360 subunits
would correspond to a disallowed T ¼ 6).7,8
Another striking exception is the inner core of
double-stranded (ds) RNA viruses (formally,
T ¼ 1) formed by 12 decamers, where dimers are
the asymmetric unit, i.e. these capsids would corre-
spond to the forbidden “T ¼ 2” (we will refer to
this capsid simply as T ¼ 2).9 – 11 During the last
decade, a number of studies have firmly estab-
lished that this T ¼ 2 architecture is a common fea-
ture for dsRNA viruses.12
Due to their significance, dsRNA viruses have
been intensely studied not only from a structural
point of view but also genetically and biochemi-
cally. dsRNA viruses infect a diversity of host
organisms from bacteria, unicellular and simple
eukaryotes (fungi, protozoa) and higher systems
(plants and animals). The complexity of the capsid
ranges from multilayered concentric9,13 – 15 to single
shell capsid.16,17 However, with the exception of
birnaviruses whose infectious particle is a T ¼ 13
single-shelled layer,18,19 the ubiquitous capsid
structure is a T ¼ 2 lattice, where genome replica-
tion ([2 ] strand synthesis) and transcription ([þ ]
strand synthesis) occur within the particle, prob-
ably in this order,20 since the viral RNA-polymer-
ase is packaged as an integral component of the
capsid. The first unambiguous T ¼ 2 layers were
reported by Cheng et al.21 in association with the
L-A and P4 totiviruses, which infect the yeast Sac-
charomyces cerevisiae and the smut fungus Ustilago
maydis, respectively. In that study, the structural
data from cryo-electron microscopy (cryo-EM) and
three-dimensional reconstruction (3DR) tech-
niques, which clearly showed 120 structural pro-
truding subunits on the shell surface of the capsid,
were confirmed by complementary experimental
studies such as molecular mass determination
from dark-field scanning transmission electron
micrographs. This organization of protein subunits
in the inner capsid layer appears to be a consistent
trend among dsRNA viruses. T ¼ 2 layers have
been described in several members of the family
Reoviridae,14 – 16,22 – 25 the bacteriophage f6 of the
family Cystoviridae,26 and the fungal viruses in
the family Totiviridae.17,21 At present, there are
three T ¼ 2 layers resolved at atomic resolution:
VP3 cores of the orbivirus Bluetongue virus,9 l1
(among others) cores of the reovirus in the genus
Orthoreovirus,10 and Gag of L-A virus.11 Although
all three proteins are predominantly a-helical, l1
and VP3 share their overall conformations but
Gag has a different tertiary structure. Comparative
sequence analyses are not conclusive, since there
is no sequence similarity among them.27
Here, we have analyzed by complementary
experimental approaches the capsid structure of a
dsRNA virus, Penicillium chrysogenum virus (PcV),
a symptomless fungal virus that belongs to the
genus Chrysovirus, originally classified in the
family Partitiviridae.28 While the fungal totivirus
L-A has a genome of a single segment,29 the chry-
sovirus PcV has a genome consisting of four mono-
cistronic segments,30 which are separately
encapsidated in similar virus particles, as deduced
from calculations based on RNA:protein ratio and
their molecular mass.31,32 dsRNA-1 (3562 bp in
length), codes for the RNA-dependent RNA poly-
merase (1117 amino acid residues with a molecular
mass of 128,548 Da); dsRNA-2 (3200 bp) encodes
the coat protein (982 amino acid residues with a
molecular mass of 108,806 Da); and dsRNA-3
(2976 bp) and dsRNA-4 (2907 bp), code for virion-
associated proteins of unknown function (912
amino acid residues and molecular mass of
101,458 Da, and 847 amino acid residues with
molecular mass of 94,900 Da, respectively). The
International Committee on Taxonomy of viruses
(ICTV) has recently accepted the establishment of
a new family of fungal viruses with multipartite
dsRNA genomes, namely the family Chryso-
viridae, with PcV as the type species of the family†.
We have used cryo-EM combined with 3DR
techniques, and analytical centrifugation tech-
niques to establish the three-dimensional structure
and protein stoichiometry of PcV capsid. In con-
trast with previous reports, we have found that
PcV capsid is a genuine T ¼ 1 capsid with 60 pro-
tein subunits. Comparison of full and empty cap-
sids indicated major conformational changes;
hence, the dsRNA has an important role in the con-
formation of the structural subunits. These results
open new insights into the evolutionary relation-
ships of dsRNA viruses.
Results
Virus purification
Viral particles were purified in the presence or
absence of salt (150 mM NaCl) in the buffers used
throughout the purification steps (see Materials
† http://www.danforthcenter.org/upload/
ictvupload/Partiti-posting-2002.htm
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and Methods). In both cases, homogeneous popu-
lations of particles were obtained, as tested by
SDS-PAGE and electron microscopy analysis by
negative staining (Figure 1). Coomassie blue stain-
ing of SDS-PAGE gels showed that the fractions
enriched in virus particles consisted of a single
major polypeptide of ,110 kDa, which is consist-
ent with the predicted molecular mass of the
major coat protein (Figure 1, left). No minor pro-
teins were detected even when higher numbers of
virions were analyzed (data not shown), although
viral RNA polymerase must also be present in the
virions, as it is the case in related viruses.33 How-
ever, when virions are purified in the absence of
salt, their observation by cryo-EM showed that
most of them were empty, with many even
distorted and aggregated, and can hardly be dis-
sociated into individual particles at higher
dilutions (Figure 2a). This is probably because the
dsRNA molecules released from the broken
particles may have acted as a sticky material to
promote aggregation (Figure 2a, arrowheads). In
order to preserve their structural integrity, as
described for L-A virus,17,34 virus purification was
performed in the presence of 150 mM NaCl. In the
latter case, most of the particles (.80%) were full
and appeared to be intact (Figure 2b), mostly
showing punctuate but also “swirl” patterns corre-
sponding to the dsRNA strand within the particle
(Figure 2b, arrowhead). Because of the close simi-
larity in density among the four possible popu-
lations of full particles (each containing a single
dsRNA molecule of the four genomic dsRNA seg-
ments) they are difficult to separate (mean buoyant
density is 1.35 g/ml). The observed empty particles
(10–20%) may be generated during the extensive
dialysis to eliminate CsCl used in the gradient or,
alternatively, they may not have packaged the
genomic complement during virus assembly in
the cell. Although all particles showed a smooth
topography, typical of dsRNA fungal viruses, dis-
tinct contours were observed depending on their
orientation.
Three-dimensional structures of full and
empty particles
Three-dimensional reconstructions were calcu-
lated from several micrographs having the same
defocus, with the position of the first zero of CTF
at 23–25 A˚. Empty and full particles were pro-
cessed separately, but compared directly because
both particles were imaged together in the same
micrographs. The resolution achieved was 26 A˚ in
both cases. The 3DRs contained 70 and 59 images
of empty and full particles, respectively, uniformly
distributed in the icosahedral asymmetric unit.
Surface representations of the 3DR for both PcV
particles along the icosahedral symmetry axis are
shown in Figure 3. These maps were contoured
assuming the presence of 60 molecules of the coat
protein (see below) and a value of 0.73 cm3/g as
the partial specific volume of protein, enclosing
the same volume for both maps, although it may
represent an overestimation. At this contour level,
density corresponding to the packaged dsRNA is
removed. The outer diameter of the capsid,
measured from spherically averaged radial density
profiles of maps (Figure 4a, left), was ,406 A˚, and
the average thickness of the capsid shell was
,44 A˚. The capsid exhibits a T ¼ 1 lattice. At this
moderate resolution some features are distin-
guished on the relatively smooth topography of
full and empty particles. Thus, the T ¼ 1 full cap-
sid is formed by 12 slightly outward protruding
pentamers making an underlying cavity. The
pentamers are rather complex; on the outer sur-
face, they are formed by five connected, elongated,
ellipsoid-like structures surrounded by another
five smaller similar structures that are neither con-
nected to each other, nor intercalated with inner
ellipsoid-like structures, but they are in a nearly
orthogonal orientation. No holes are evident in the
shell (Figure 3a). On contouring the full capsid to
a volume enclosing 80% of the expected volume,
five small holes (mean diameter of ,10 A˚) around
the 5-fold axis were evident (Figure 3a, circular
inserts). The outer surface of the empty capsid is
essentially identical except for the presence of five
pores around the inner, elongated, ellipsoid-like
structures at the 5-fold axis, and three small pores
around the 3-fold axis. For comparison purposes,
the empty capsid was also visualized with a den-
sity contour level accounting for 80% of expected
volume (Figure 3b, circular inserts). In this rep-
resentation, the holes described above appeared
larger, and there were ten instead of five pores
around 5-fold axis, making a more porous aspect.
Putative holes around the 5-fold axis are close but
located in slightly different positions for empty
and full capsids (Figure 3a, circular insert at far
right).
Figure 1. Analysis of PcV particles by SDS-PAGE and
negative staining. Left, Purified particles, at 1 mg/ml,
were analyzed for protein content by SDS-PAGE on a
15% polyacrylamide gel and stained with Coomassie
brilliant blue. The apparent molecular mass of protein
standards ( £ 1023 Da) are 176, 114, 81,64, 49 and 37.
Right, Electron microscopy of negatively stained PcV
particles. The scale bar represents 100 nm.
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Significant differences were noted on the inner
surface of empty and full capsids around the 5
and 3-fold positions, suggesting conformational
changes. Whereas a star-shaped pentagonal cavity
with a five double spokes was observed in full cap-
sid (Figure 3a, right), a different arrangement was
observed in the corresponding region of empty
capsid. In the star-shaped cavity of empty capsid,
the previously described pores are adjacent to a
small inward protruding domain in such a way
that is reminiscent of a “peephole” and its “sliding
lid” (Figure 3b, right; Figure 4b). The “sliding lid”
motif extends inward by ,20 A˚ from the inner sur-
face of the continuous shell. Another difference is
located around the 3-fold axis position; this area is
much denser in the empty capsid than in the full
capsid (compare central sections in Figure 4c).
These structural differences have been consistently
seen in an independent 3DR using apparently
intact empty PcV capsid images, derived from
viral preparations obtained in the absence of salt
(data not shown). The locations of these structural
changes suggest that the effect of removing the
viral genome is to disrupt the proper architecture
of the viral shell in the vicinity of the icosahedral
vertices. Since both structures contained the same
volume, these additional masses around the 5-fold
and in the 3-fold axis in the empty capsid must be
compensated with their relocation in the vicinity
of these icosahedral axis in the full capsid.
Figure 2. Cryo-electron microscopy of PcV virions. a, PcV particles purified in the absence of salt. Arrowheads ident-
ify filamentous material, presumably RNA. b, PcV particles purified in the presence of salt. A full particle exhibiting a
“swirl” pattern is indicated by an arrowhead. The scale bar represents 50 nm.
Figure 3. Three-dimensional structures of full and empty PcV capsids. Surface-shaded representations of the outer
surfaces of full (a) and empty (b) PcV capsids viewed along a 5-fold, 3-fold, and 2-fold (left to right) axis of icosahedral
symmetry. A model with the front half of the protein shell removed viewed along a 5-fold axis is shown (right). The
density contour level used accounts for 100% of the expected protein volume if there are 60 copies of the coat protein.
Circular inserts show equivalent views at the outer surface along the 5 and 3-fold axis, and the inner surface along the
5-fold axis, with a density contour level accounting for 80% of the expected protein. Pores on the inner surface viewed
along the 5-fold axis in the empty capsid are superimposed (red color) on the corresponding region of full capsid (cir-
cular insert top, right). The scale bar represents 20 nm.
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Difference mapping between empty and
full capsids
The structural differences between full and
empty capsids were also clearly observed in their
radial density profiles (Figure 4a, left). Map dimen-
sions were practically identical in diameter, since
their profiles are positioned at the same radii in
both structures, i.e. no detectable capsid shrinking
or expansion was noted. At the protein shell
(radius ,159–203 A˚), a peak of extra density is
observed for empty capsid, mostly located from a
radius of 165 A˚ to 185 A˚, precisely where the “slid-
ing lids” and the denser areas around the 3-fold
axis of empty capsid are located. For that reason,
we calculated a difference map by subtracting full
from empty capsid, concentrating our attention on
the major differences at radii corresponding to the
protein shell (see Materials and Methods). The
resulting difference map showed clearly the den-
sity for the sliding lid blobs and a triangular mass
density at the 3-fold axis (Figure 4a, right, denoted
as red color on the inner surface of the empty
capsid).
dsRNA packaged within the capsid
As expected, the full capsid showed additional
density inside the capsid (r , 155 A˚) in its radial
density profile (Figure 4a), which would corre-
spond to packaged dsRNA. However, this density
is quite low in comparison with that corresponding
to the protein shell. It could be a consequence of
the fact that the protein shell accounts for 75% of
the virion mass as determined by biochemical anal-
ysis, and that the genome is expected to be loosely
packaged (see Discussion). In the empty capsid,
internal density is at the same level as the solvent
outside.
The interference fringes arising from phase con-
trast are seen as depressions inside and outside
the shell in the radial density profiles of empty
and full capsids. It is interesting to note that these
depressions are less accentuated in the full capsid
Figure 4. Structural comparison
of empty and full capsids. a, Radial
density profiles from three-dimen-
sional reconstructions of full (con-
tinuous line) and empty (broken
line) PcV particles (left). Protein
shells (r ¼ 159–203 A˚) are essen-
tially superimposable except for
the density peak at ,175 A˚ of the
empty capsid. RNA is located at
radii ,155 A˚. The plots have been
scaled in size and density (see
Materials and Methods). Difference
map calculated by subtracting full
from empty capsid (right). The
resulting difference map is rep-
resented in red on the inner surface
of an empty capsid viewed along
the icosahedral 2-fold axis. b, Stereo
view of the inner surface of the
empty PcV capsid, viewed along a
3-fold axis of symmetry. c, Trans-
verse central sections taken from
the 3DR of full (left) and empty
(right) capsids. Protein and/or
RNA are dark. In the full capsid
(left), arrows indicate the contacts
between the inner surface of the
full capsid and the underlying
RNA, mostly located around the 5
and 2-fold axis of symmetry. On
the central section of the empty
capsid, icosahedral symmetry axes
are indicated with arrows and
associated numbers. The scale bars
represent 20 nm.
T ¼ 1 Capsid for a dsRNA Virus 421
on the inner surface. This may be explained by the
numerous interactions between the inner surface
of the protein shell and the underlying genome-
associated density. Effectively, transverse central
sections of full capsid showed unambiguous con-
tacts between RNA and the capsid shell at many
sites, mostly located around the 3-fold axis
(Figure 4c, arrows). These contacts are near, but
not precisely at, the positions of the sliding lids.
Taken together, these results implied that there are
close contacts between RNA and the inner surface
of the capsid wall, mostly located around the
5-fold axis.
Analytical ultracentrifugation of PcV particles
To obtain an independent estimation of the copy
number for the major capsid protein, and to help
us interpret our results from the 3DR map obtained
by cryo-EM, analytical ultracentrifugation analysis
was performed with samples from the same
freshly purified virions, prepared in the presence
of salt used for cryo-EM analysis. The sedimen-
tation velocity behaviour of the PcV particles is
shown in Figure 5. The predominant species (ca
80%) sedimented with a standard sedimentation
coefficient ðs20;wÞ of 135(^10) S. This sedimentation
value is compatible with that calculated for a T ¼ 1
particle with a frictional coefficient ratio of
1.30 ^ 0.10. This frictional ratio, which deviates
slightly from that expected for an ideal spherical
particle, is in very good agreement with the experi-
mental sedimentation behaviour of other closely
related viral particles (the frictional coefficient
ratio calculated for Penicillium cyaneo-fulvum virus
and Penicillium chrysogenum virus, strain Wis.
Q176, was 1.26 ^ 0.10).32 On the other hand, the
alternative option that the main sedimenting
species was a T ¼ 2 particle can be ruled out,
because it would imply that the viral particles
should be a rod-like elongated particles with a cal-
culated frictional ratio of 1.80 ^ 0.10, which is
inconsistent with the images obtained by cryo-EM.
Arrangement of coat protein within the
T ¼ 1 capsid
Once it was established that 60 copies of the coat
protein formed the PcV capsid, full and empty cap-
sids were visualized in different ways to delineate
the approximate boundaries and interactions
between coat proteins. Density-scaled reconstruc-
tions were radially cropped at different radii from
the particle center and displayed as surface views
down a 2-fold axis. Different density contour levels
were applied to each reconstruction to make
apparent the boundaries among monomers
(Figure 6). The key figure is the full particle
radially cropped at ,182 A˚ from the center
(Figure 6a, center), where five non-connected
stretched structures are clearly seen around the
5-fold axis. These morphological units are charac-
terized by having a bigger domain (or “head”)
and an extended or “tail” domain. We propose
that these entities represent a longitudinally cut
view of the monomers making the capsid. Follow-
ing the symmetry relationships, and favoring the
more compact arrangement, we hypothesized that
the morphology of the coat protein monomer is as
shown in Figure 6a. Monomers of coat protein are
elongated molecules that at ,188 A˚ from the cen-
ter adopt an L-shaped motif (Figure 6a, second
from the left) and at the surface of the capsid, sub-
divide into two non-identical halves (Figure 6a,
left). At the inner surface of the full capsid, the
stretched structures seen at a radius of ,182 A˚
became thinner and maintain their general
elongated shape (Figure 6a, right).
Predicted coat protein monomers of empty cap-
sid showed a similar shape at the outer surface,
with slight structural variations (Figure 6b). The
empty particle cropped at ,182 A˚ from the center,
after comparison with the full capsid, showed five
connected putative monomers making the penta-
mers, indicating that the most important structural
changes started at this level. Towards the inner sur-
face of the empty capsid, the extended or tail
domain of the monomer split into two regions,
one of them forming the sliding lid, while the
region around the 3-fold axis is more voluminous.
On the basis of these considerations, and taking
into account the larger contact surfaces, the build-
ing blocks of the capsid could either be the mono-
mers per se or the trimers of the coat protein.
Sequence analysis of PcV coat protein
The amino acid sequence of the PcV capsid pro-
tein has been determined (GenBank accession
number AAM95602). As expected, no sequence
homology was found with other proteins from
Figure 5. Analytical ultracentrifugation analysis of PcV
virions. The symbols show the sedimentation velocity
profiles of PcV virions taken at 10,000 rpm and 10 8C at
different times. The continuous lines are the best fit dis-
tributions of the ls-g p(s) analysis. Inset: apparent sedi-
mentation coefficient distributions, ls-g p(s).
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dsRNA mycoviruses, except for the coat protein of
Helminthosporium victoriae 145S virus, a closely
related chrysovirus (GenBank accession number
AAM68954). The PcV coat protein amino acid
sequence was analyzed using the REPRO
method,35,36 a variation of the Smith–Waterman
local alignment strategy†. Best alignment, obtained
with the two approximate halves of PcV coat
protein sequence, is shown in Figure 7, and corre-
sponds to the first hit of top alignments using
default parameters and BLOSUM62 matrix.
Although these results have to be interpreted with
caution due to the gaps introduced, the distri-
bution of conserved segments of amino acid
residues could suggest a structural similarity in
both halves of the PcV coat protein. Secondary
structure predictions of PcV coat protein were not
conclusive.
Discussion
The structure of the PcV capsid has been charac-
terized by three-dimensional cryo-EM combined
with complementary biophysical analysis. Our
results demonstrate that the PcV capsid is com-
posed of 60 monomers of the capsid protein
arranged in a T ¼ 1 layer that, depending on the
presence or absence of genomic dsRNA, can adopt
different conformations. Although T ¼ 1 lattice is
the simplest icosahedral lattice, PcV capsid merits
closer examination, at least functionally, when
compared with other equivalent dsRNA virus cap-
sids for several reasons: (i) the T ¼ 2 capsid with
120 copies of the structural protein is a peculiar
architecture in the layer surrounding the genome
of dsRNA viruses, PcV capsid being the first
described exception; (ii) to our knowledge, it is
the largest coat protein making a T ¼ 1 shell, and
what makes it more interesting is the ability to
form a more spacious capsid than needed if
dsRNA is densely packed; (iii) the structural
changes that are observed between empty and full
particles are unique, although other conformation-
al changes have been characterized in related
cores; and (iv) closer inspection of the PcV coat
protein sequence reveals a possible relationship
with the canonical T ¼ 2 layers. In fact, sequence
analysis suggests that the PcV capsid subunit falls
into two roughly similar domains that are likely to
build a similar fold. Leaving apart the fact that
they are covalently linked, this peculiar building
unit could resemble the regular 120-subunit capsid.
In this context, PcV capsid might be considered a
pseudo-T ¼ 2 structure.
The 120 and 60-subunit capsids
Despite the lack of sequence homology among
the structural proteins of dsRNA viruses, they
share a common 120-subunit core, and it is thought
that this stoichiometry and associated molecular
architecture provide an optimal framework to
accomplish the numerous activities related to
RNA synthesis.12,37 The portal vertex proteins of
dsDNA phages represent another well-established
structural assembly where unrelated proteins are
making almost the same three-dimensional struc-
ture for DNA translocation.38 –40
Paradoxically, a T ¼ 1 capsid with only one
protein subunit is the least frequently observed
quaternary structure in native viruses.41 Only a
few small ssRNA viruses with protein subunits of
20–40 kDa are known to have this capsid type.
Other T ¼ 1 capsids are formed by single-stranded
DNA (ssDNA) viruses such as parvoviruses and
microviruses with coat proteins as large as
75 kDa.1 However, all these viruses represent the
Figure 6. Morphology of coat protein subunits in the PcV capsid. Three-dimensional maps of full (a) and empty (b)
capsids were radially cropped at different radii from the particle center (194, 188, 182, 176 and 170 A˚, from left to
right) and displayed as surface-shaded representations viewed down a 2-fold axis. Density contour levels applied to
each reconstruction to make apparent the boundaries among monomers account for ,75% of the expected protein
volume in each reconstruction. The rectangular insets correspond to a local view around the 2-fold axis cropped at
185 A˚ from the particle center. Two trimers of putative monomers of the PcV coat protein are indicated in each map
by different colors. The scale bar represents 20 nm.
† http://mathbio.nimr.mrc.ac.uk/~george/repro
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classical vision of capsids as inert containers that
protect the infectious genome during the extra-
cellular phase of the virion. The icosahedral asym-
metric unit of PcV capsid has a molecular mass of
,110 kDa (982 amino acid residues). This major
difference in size of the PcV coat protein compared
to equivalent ones of simple T ¼ 1 viruses is prob-
ably related to the functions that dsRNA cores
must carry out, since the PcV T ¼ 1 capsid must
also be as functional as a standard T ¼ 2 capsid.
At first glance, although the characterized capsid
of fungal dsRNA viruses (LA and P4) differ from
the PcV capsid, both having a T ¼ 2 layer, it is
striking that totiviruses and chrysoviruses exhibit
similar intravirion dsRNA densities (below; see
also Table 1).
Functions of dsRNA cores
The precise reasons for the conservation of this
common macromolecular assembly are not
known, but some clues have been revealed in
recent years. T ¼ 2 capsids are used as a template
to prime the assembly of surrounding capsids, as
organizers of the genome and replicative complex
within them, and as micro-cellular compartments
or molecular sieves to isolate dsRNA molecules or
replicative intermediates from host molecules.
T ¼ 2 layers serve as nucleation sites acting as
permanent scaffold in multilayered capsids of
dsRNA viruses,9,42 but this is not applicable to PcV
virus or other fungal dsRNA viruses, since their
life-cycles are entirely intra-cytoplasmic and outer
protective shells, which are involved in attachment
to specific receptors, are dispensable. This protec-
tive function was probably acquired during evol-
ution of higher eukaryotic dsRNA viruses.
Interestingly, the Giardia lamblia virus, a protozoal
totivirus,43 is infectious as free virions and its
entry into the cell is mediated by a receptor.44
The innermost capsid is essential for the proper
inclusion of the genomic dsRNA and the replica-
tive machinery into the core and, in some systems
such as the rotaviruses, it must be present to
ensure that the RNA–polymerase complexes are
fully active.45 It has been shown that many, if not
all, T ¼ 2 proteins have a non-specific RNA bind-
ing activity.12 In many of them, the RNA-binding
domain has been mapped and shown to be facing
the inner surface of the core, such as the VP2 pro-
tein of rotavirus.23,46,47 The inner surface of the PcV
capsid around the 5-fold axis showed many con-
tacts with the underlying shell of dsRNA, in a
similar manner as it was demonstrated for the
amino-terminal region of VP2.23 The core of Blue-
tongue virus and cypoviruses provides an optimal
framework to maintain a proper organization of
the dsRNA genome, highly ordered and tightly
packed, around the replicative complexes located
at the 5-fold axis.48,49 This probably applies to reo-
virus and rotavirus as well.20,50 This requirement
seems to be less stringent for fungal dsRNA
viruses, since they are provided with spacious cap-
sids in comparison with other replicative cores.
dsRNA shows a high density in the interior of
cores of higher eukaryotic dsRNA viruses, with
spacing among dsRNA strands of 25–30 A˚.14,22,48,50
dsRNA of L-A virus is loosely packed, with spa-
cing between filaments of 40–45 A˚.17 Images of
PcV full particles showed uniformly dense capsid,
i.e. dsRNA is not confined to a shell(s) of density
as observed in other viruses such as Hepatitis B
virus,51 Cauliflower mosaic virus,52 and Cowpea chloro-
tic mottle virus.53 Considering the volume available
(,17,000 nm3 having an average internal capsid
radius ¼ 160 A˚), the genome length (0.89 mm
assuming an average size ¼ ,3200 bp and 2.81 A˚
axial rise per base-pair), and provided that the
genomic strands are quasi-hexagonally packed
and evenly distributed inside the capsid, a spacing
of 40 A˚ is obtained, matching quite well with that
of other fungal viruses studied so far, e.g. L-A
virus (see Table 1). Support for these calculations
came from experiments measuring the absorption
spectrum of intact PcV capsid, which was less
than 4% hypochromic relative to the absorbance of
free dsRNA and free viral protein. In contrast,
dsDNA of T-even phages is 11% hyperchromic
Figure 7. Amino acid sequence comparison between two halves of the PcV coat protein. The best alignment is
between residues 4–536 (N-terminal half) and residues 561–981 (C-terminal region). Identical residues are shaded in
green; similar residues are shaded in gray; proposed conserved segments of residues are marked inside an orange
box. A broken line indicates introduced gaps.
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Table 1. Structural elements of inner cores of dsRNA viruses: packaging densities
dsRNA features Capsid features
Virus family
No. of




(MW, kDa) fe (nm) ir




Orthoreovirus 10 ,23.5 16 7.0 2.6 2 l1 (142) ,60 24.5 61.600 38
Rotavirus 11 ,18.5 12.6 5.6 2.5–3.0 2 VP2 (94) ,52 23.5 54.400 34
Orbivirus 10 ,19.2 13.1 5.8 3.0 2 VP3 (103) ,52 22.0 44.600 43
Aquareovirus 11 ,23.6 16.0 7.1 2 VP3 (126), VP6 (46) ,60 23.0 51.000 46
Phytoreovirus 12 ,25.7 17.5 7.7 2 P3 (114) ,57 26.0 73.600 35
Cypovirus 10 ,31.4 21.4 9.5 2.5 2 NDh ,58 24.0 57.900 54
Cystoviridae, phage f6 3 ,13.4 9.1 3.4 2 P1 (85) ,50 20.0 33.500 40
Birnaviridae, IBDV 2 ,6.0 4.1 NPh
Totiviridae, L-A 1 ,4.6 3.1 1.3 3.6–4.0 2 Gag (76) ,43 17.0 20.600 22
Chrysoviridae, PcV 1 (4)i ,3.2(12.6) 2.2 (8.6) 0.9 (3.5) 1 (110) ,40 16.0 17.150 19
HSV 1 ,152 103.7 51.4 2.6 – ,60 43.0 333.000 46
Data are taken from references cited in the main text.
a Data taken from van Regenmortel et al.81
b MW were calculated assuming a mass of 682 Da/bp.
c Length was calculated assuming 3 A˚ axial rise/bp for members of the family Reoviridae, 2.56 A˚ for phage f6, and 2.81 A˚ for L-A and PcV dsRNAs. HSV dsDNA is assumed to have a B-form
structure (3.38 A˚/bp).





), if strands exhibit a quasi-hexagonal packing.
e Outer diameter.
f Inner radius.
g Volume when a perfect sphere is assumed and any other internal components are ignored.
h ND, not determined; NP, not present.
i PcV dsRNA features: the genome is formed by four dsRNA molecules, but an average value was calculated for each column, since there is a dsRNA molecule/particle.
relative to free dsDNA54 indicating the higher
degree of condensation of DNA in the phage
head, as was directly demonstrated by cryo-
EM.55,56 It was postulated that the looser packing
of the dsRNA would facilitate its mobility in the
transcriptional and replicative active particle. It is
interesting to note that PcV has a multipartite gen-
ome (four molecules with genome sizes ranging
from 2907 bp to 3562 bp), and each segment is
separately encapsidated in a similar particle.
Therefore, it seems that there is an upper size
limit of dsRNA that can be packaged within a PcV
virion, according to the headful mechanism of
replication described for L-A virus.29 PcV particles
probably discarded during evolution the option of
packaging all segments in the same capsid, as
shown by higher eukaryotic dsRNA viruses, prob-
ably due to their efficient mean of intracellular
transmission versus genetic and energetic costs
that such changes can imply. Considering com-
parative analysis of dsRNA packing densities in
dsRNA virions (Table 1), it is tempting to speculate
about two possible tendencies among dsRNA
viruses dictated by the copy number of packaged
dsRNA segments: members of the family
Reoviridae, whose genome consists of 10–12 seg-
ments of dsRNA packaged within the same
particles contain 12 RNA-polymerase complexes
around which it is densely coiled. On the other
hand, fungal viruses and related ones only package
a single genomic dsRNA segment per particle
where there are one or two copies of the RNA–
polymerase complex and the packaged dsRNA
shows less internal order since the capsids are
more spacious. However, there is at least one
representative member of each genus in the family
Reoviridae that is structurally well studied,
whereas there are many fungal and protozoal
dsRNA viruses that remain to be structurally
characterized. Thus validation of our predictions
must wait. Nevertheless, biochemical data indicate
that members of the family Partitiviridae, compris-
ing the genera Patitivirus and Cryptovirus, and the
family Chrysoviridae, encompassing the genus
Chrysovirus, encapsidate one molecule of dsRNA/
particle, contain one or two copies of RNA poly-
merase, and the dsRNA segments are usually of
similar size.28,57 – 59 Bacteriophage f6 seems to
follow none of these tendencies; each core contains
12 copies of protein P2, the RNA polymerase, and
three different dsRNA segments.60 This would
mean that there is no specific interaction of a
particular RNA segment with one RNA polymer-
ase but, instead several RNA polymerases could
transcribe the same template, as has been
demonstrated.61
Finally, It has been suggested that sequestering
of the dsRNA genome into a capsid would prevent
the genomic dsRNA and other small dsRNA
molecules, generated during replication, from
inducing intracellular responses such us PKR-
mediated responses,62 and RNA interference
mechanisms to avoid suppression of their own
gene expression.63,64 This function must be com-
patible with the ability to allow the exit of freshly
synthesized transcripts.65
Conformational changes within the PcV capsid
Consistent structural differences are found on
the inner surface of empty and full particles,
which must be related to the removal of the
dsRNA. This may indicate that RNA–protein
interactions contribute to increasing the stability of
the virion structure. Supporting this notion, we
have observed that purified virions, prepared
under conditions of low ionic strength, were
empty and many were distorted. On the other
hand, central sections of 3DR from full particles
show contacts between the inner surface of the
capsid and the underlying RNA mostly around
the fivefold positions. Additional support of a con-
formational change was obtained from a study of
the circular dichroism spectrum of intact and
empty particles of PcV.54 While intact virus consists
of 45% a-helix, empty particles were found to have
30% a-helix. Although the actual size of the pores
may be revised when higher-resolution analysis is
available, full particles show a continuous shell
without pores perforating the capsid wall, whereas
empty particles are slightly porous. Those small
pores measuring as much as ,10 A˚ in diameter
are likely to be too narrow to allow mRNA to pass
through. Locally disordered portions of the coat
protein may generate these holes when dsRNA is
released from the virion. These disordered protein
portions, if located around the 5-fold axis, might
correspond to the sliding lid structures, than in a
full capsid would be closing its corresponding
“peephole”. Additional rearrangements must
occur in the 3-fold axis that is denser in the empty
particles. Furthermore, it remains to be clarified if
empty particles did not package dsRNA upon
assembly of coat proteins or, alternatively, partially
broken particles that lost some monomers of the
coat protein. Nevertheless, empty particles may
indicate the conformational changes that full par-
ticles accommodate to allow new transcripts of
mRNA to pass unhindered through wider holes to
the cytoplasm.
Equivalent redistributions of mass mostly along
the 5-fold axis have been observed in empty rota-
virus cores. However, these particles were formed
by a deletion mutant of the VP2 protein that com-
prise the inner cores of rotavirus.23 The Bluetongue
virus core is a sealed shell that, in the presence of
Mg2þ, expands around the 5-fold axis and the
small pores become large enough to allow the exit
of mRNA.66 There have also been described exten-
sive structural rearrangements and an associated
expansion on maturation of procapsid (or procore)
of phage f6 into transcriptionally functional cores
that need the packaging of ss (þ ) RNA.26 This
expansion is of an order of magnitude analogous
to the maturation process found in the dsDNA
viruses. However, full and empty particles of L-A
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virus and cypovirus are identical at 16 A˚ and 13 A˚
resolution, respectively.17,49
Sequence analysis of PcV coat protein
Although PcV capsid is a T ¼ 1 layer, there were
some features around the 5-fold axis, as the two
non-identical lobular structures on the surface and
the star-shaped cavity with double spokes on the
inner surface, that vaguely resemble the typical
T ¼ 2 layers described for dsRNA viruses. For
these reasons, and inspired by the large subunit of
comoviruses made by fusion of two b-barrel
domains,67 we were looking for vestiges of gene
duplication that would explain the observed struc-
tural details and in some way reconcile our results
with the accepted notion that a T ¼ 1 layer with
120 subunits is a conserved architecture for mana-
ging transcription and replication of dsRNA
because common requirements apply. Considering
the lack of sequence similarity among viral struc-
tural proteins, even in the case of the large struc-
tural protein of comoviruses, it came to our
attention the numerous regions of amino acid resi-
dues that seem to be repeated in the two halves of
the PcV coat protein. It would be interesting to
express separately, and together, the gene frag-
ments coding for each half of the PcV coat protein
to determine whether they are able to form an ico-
sahedral particle.
The coat protein of the chrysovirus Helminthos-
porium victoriae 145S virus (895 amino acid resi-
dues) shared these repeated segments only in its
amino-terminal half, but, unfortunately, structural
characterization of the Hv145S particles is lacking.
In this context, it will be worth mentioning that
picornavirus capsid might be considered in certain
aspects analogous to PcV capsid. The mature cap-
sid of picornaviruses has 60 copies each of three
subunits called VP1, VP2 and VP3 that are orig-
inally connected to each other in a precursor poly-
protein. Again, as in the case of the large subunit
of comoviruses, there is very little sequence simi-
larity among them, but they all have the same
fold, the canonical b-barrel. To a first approxi-
mation the capsid looks like T ¼ 3 (180 subunits),
and the picornavirus capsid is strictly called a
pseudo-T ¼ 3 structure.68
Materials and Methods
Virion preparation
Penicillium chrysogenum strain ATCC 9480 was used as
a source of PcV. Mycelium was harvested from ten-day
stationary cultures grown on potato dextrose broth con-
taining 0.5% (w/v) yeast extract, and homogenized in a
Waring blender with 0.1 M sodium phosphate buffer
(pH 7.4) containing 0.2 M KCl and 0.5% (v/v) b-mercap-
toethanol. The homogenate was blended with an equal
volume of chloroform and the emulsion was broken by
centrifugation at 8000g for 20 minutes. The aqueous
layer was then subjected to two cycles of differential cen-
trifugation (27,000 rpm for 150 minutes in a Beckman
type 30 rotor and 10,000 rpm for ten minutes in a Beck-
man JA-20 rotor). High-speed pellets were resuspended
in 50 mM Tris–HCl buffer (pH 7.6) or alternatively in
buffer A (50 mM Tris–HCl buffer (pH 7.8) containing
5 mM EDTA and 150 mM NaCl). The final step in purifi-
cation was made by rate zonal centrifugation in sucrose
density gradients (100–400 mg/ml). The gradients were
made in the 50 mM Tris–HCl buffer (or in buffer A) and
centrifuged at 24,000 rpm in a Beckman SW28 rotor for
150 minutes. The broad virus band was withdrawn with
a syringe from the side of the tube, diluted with buffer
and the virions were concentrated by overnight centrifu-
gation at 40,000 rpm in a Beckman 50Ti rotor. The pellets
were resuspended in the Tris–HCl buffer or buffer A.
Conventional electron microscopy
Samples (5 ml) were applied to glow-discharged car-
bon-coated grids for two minutes. Samples were nega-
tively stained with 2% (w/v) aqueous uranyl acetate.
Micrographs were recorded with a Jeol 1200 EXII elec-
tron microscope operating at 100 kV at a nominal magni-
fication of 40,000£ .
Cryo-electron microscopy
Fractions containing virions (at ,2 mg/ml), were dia-
lyzed against buffer A (50 mM Tris–HCl (pH 7.8),
150 mM NaCl, 5 mM EDTA), and diluted until a uniform
distribution of particles was observed (when examined
by negative staining). Samples (5 ml drops) were applied
to one side of a holey carbon grid, blotted, and plunged
into a bath of liquid ethane (2180 8C) following
established procedures,69 essentially as described
previously.17,19 Micrographs were recorded under mini-
mal exposure conditions so that the specimens imaged
received exposures of 8–10 e2/nm,2 at nominal magnifi-
cations of 40,000£ on a JEOL 1200 EXII electron micro-
scope operating with a tungsten filament. In some
experiments, bacteriophage T4 was vitrified, and the
40.5 A˚ axial spacing of its tail-sheath was used as an
internal magnification standard.70 Micrographs were
assessed for resolution and astigmatism by computer
Fourier analysis, and their defocus values estimated
from the positions of the first zero of the contrast transfer
function (CTF).71 For the selected micrographs analyzed,
the first zero was at approximately (22–25 A˚21).
Image analysis
Micrographs were digitized on a Zeiss PhotoScan TD
scanner (Zeiss, Germany) with a square pixel size corre-
sponding to 5.5 A˚/pixel at the specimen. General image
processing operations were carried out using the PIC
Software system72 running on an Alpha workstation
DPW600au (Compaq). Particles were extracted and pre-
processed using the automated procedure of Conway
et al.73 Empty and full capsids were respectively selected
based on their gray level inside the capsid. The empty
capsids were represented by clear densities, while full
capsids appeared with a dark gray interior. Intermediate
gray particles were interpreted as partially filled, and,
consequently, they were not included in the data sets for
further processing. Particle orientations were determined
by means of the polar Fourier transform algorithm, an
iterative procedure,74 taking as starting model the three-
dimensional map of empty L-A particles, filtered at
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35 A˚ resolution, due to the similarity observed between
profiles of PcV and L-A particles.21 The model-based
procedures were also used for all subsequent orientation
and phase origin refinements.74 Reconstructions, with a
set of particles that adequately represented the
icosahedral asymmetric unit, were calculated using
Fourier–Bessel techniques75 and complete icosahedral
(532) symmetry was imposed in the final density maps.
The underfocus value of the selected electron micro-
graphs permitted reconstructions of the structures to a
resolution within the first zero of the CTF of the electron
microscope.
Each reconstruction was based on data from several
micrographs taken in the same session to include 70
images of empty PcV particles, and 59 images of full
PcV particles. The relative low number of particles
included in our 3DRs, although appropriate to the
achieved resolution, may be due either to a certain struc-
tural heterogeneity of the purified virions and/or to the
imaging conditions used in this work. Another indepen-
dent reconstruction for empty PcV capsid was calculated
from micrographs of virus stocks obtained in the absence
of salt. The resolution of the final reconstructions was
estimated to be ,26 A˚, as assessed by Fourier ring corre-
lation (FRC) analysis.73,76 Data quality was also assessed
by eigen-value spectra.77 At the achieved resolutions,
99–95% of the mean inverse eigenvalues of the 70 and
59 particles were less than 0.01, indicating that the data
were adequately sampled in the Fourier space.78
Reliability of the reconstructions was also tested by
reprojecting the three-dimensional maps along the orien-
tations of the individual particles included in the
reconstructions.
Difference maps analysis
A threshold value was determined that included 100%
of the expected volume for the full and empty capsids
given a copy number of 60 molecules of the coat protein
and a partial specific volume of protein of 0.73 cm3/g.
Spherically averaged radial density profiles were calcu-
lated for empty and full maps, and they were normal-
ized and scaled to match the fit between both profiles.
A difference map was then obtained by subtraction. For
surface rendering of the resulting maps, the density was
set to zero inside a radius of 155 A˚, and small islands of
density were filtered out.
Analytical centrifugation
The sedimentation velocity experiments with the PcV
viral particles (loading concentration ca 1 mg/ml) were
carried out in an XL-A analytical ultracentrifuge (Beck-
man-Coulter Inc.) at 10,000 rpm and 10 8C, using an
An60Ti rotor and 12 mm double-sector centrepieces.
Absorbance scans were taken at 297 nm. The sedimen-
tation coefficient distributions were calculated by least-
squares boundary modelling of sedimentation velocity
data using the ls-g p(s) method,79 as implemented in the
SEDFIT program. These experimental sedimentation
values were corrected to standard conditions to get the
corresponding s20,w values using the SEDNTERP
program.80 The latter program was also used to calculate
the partial specific volumes of T ¼ 1 (0.68(^0.01) ml/g)
and T ¼ 2 (0.70(^0.01) ml/g) viral particles, taking into
account the amino acid composition and the mass frac-
tion of RNA. Further hydrodynamic analysis (i.e. calcu-
lation of frictional coefficient ratio) was performed with
the SEDFIT program.
Data Bank accession numbers
The complete nucleotide sequences of PcV dsRNAs
1–4 have been deposited in the GenBank under
accession numbers AF296439, AF296440, AF296441, and
AF296442, respectively (D.J. & S.A.G., unpublished
results).
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The interaction between the infectious bursal disease virus (IBDV) capsid proteins VP2 and VP3 has been analyzed in vivo using
baculovirus expression vectors. Data presented here demonstrate that the 71-amino acid C-terminal-specific domain of pVP2, the VP2
precursor, is essential for the establishment of the VP2–VP3 interaction. Additionally, we show that coexpression of the pVP2 and VP3
polypeptides from independent genes results in the assembly of virus-like particles (VLPs). This observation demonstrates that these two
polypeptides contain the minimal information required for capsid assembly, and that this process does not require the presence of the
precursor polyprotein.
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Infectious bursal disease virions are non-enveloped ico-
sahedra (T = 13 symmetry) of 65–70 nm enclosing a
bipartite dsRNA genome (Leong et al., 2000). According
to 3D models (Bo¨ttcher et al., 1997; Casto´n et al., 2001;
Lombardo et al., 1999), the infectious bursal disease virus
(IBDV) capsid is a single protein layer formed by two
polypeptides, VP2 (48 kDa) and VP3 (29 kDa). The
external surface is a continuous lattice built up by 260
VP2 trimers. Associated to the inner surface of the VP2
lattice are at least 200 trimers of VP3. In addition to VP2
and VP3, the virus particle contains the putative virus-
encoded RNA-dependent RNA polymerase (VP1) (Gorba-0042-6822/$ - see front matter D 2004 Elsevier Inc. All rights reserved.
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and VP3 are generated from a 109-kDa polyprotein in a
process involving two independent proteolytic events. First,
the polyprotein is autocatalytically processed releasing three
polypeptides, pVP2, VP4, and VP3 (Kibenge et al., 1988).
Thereafter, the pVP2 precursor undergoes a second proteo-
lytic event that removes a 71-amino acid stretch, termed as
pVP2-specific C-terminal domain (pVP2CTD), from its C-
terminal end (Da Costa et al., 2002). pVP2CTD cleavage is
subsequent to capsid assembly (Chevalier et al., 2002).
Mutations near or within the pVP2CTD either reduce or
arrest virus replication (Da Costa et al., 2002). The
pVP2CTD regulates the assembly of pVP2 trimers (Casto´n
et al., 2001). Hence, individual expression of pVP2 and VP2
yields different structural assemblages. While pVP2 self-
assembles into irregular tubules, apparently formed by
hexamers of pVP2 trimers, VP2 expression renders 23-nm
capsid-like structures made up exclusively by pentamers of
VP2 trimers (Casto´n et al., 2001). Additionally, correct
capsid assembly requires a concerted interaction between
the precursor and mature VP2 with the inner capsid protein
VP3 (Casto´n et al., 2001; Maraver et al., 2003). The
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142136interaction of VP3 with the surface capsid VP2 is a key step
for IBDV assembly. Failure of classical approaches, such us
immunoprecipitation and yeast two-hybrid systems (Tacken
et al., 2000, 2003), to detect VP2–VP3 complexes has
hampered the progress on this subject. Data presented here
demonstrate that VP3 colocalizes exclusively with the pVP2
precursor, thus showing that pVP2CTD plays a key regula-
tory role within the IBDV assembly pathway. Additionally,
we show for the first time that simultaneous expression of
two independent genes encoding the pVP2 and VP3 poly-
peptides leads to formation of virus-like particles (VLPs).Results
VP3 interacts with the precursor but not with the mature
form of the VP2 polypeptide
We sought to analyze the ability of pVP2 and VP2 to
interact in vivo with the inner capsid protein VP3. ThreeFig. 1. Effect of VP3 expression on the subcellular distribution of the precursor, p
Subcellular distribution of the VP2 (panel i), pVP2 (panel ii), and his-VP3 (pan
cultures were processed for CLSM using specific antibodies. Green (Alexa 488) co
signal (ToPro-3) corresponds nuclear staining. (B) Subcellular distribution in coin
pVP2 + his-VP3. Panels i and iv show green fluorescent signals corresponding
fluorescent signals corresponding to anti-VP2 superimposed to the ToPro-3 signapreviously described recombinant baculoviruses (rBVs),
namely FB/his-VP3 (Kochan et al., 2003), FB/pVP2, and
FB/VP2 (Martı´nez-Torrecuadrada et al., 2000) were used for
these experiments. Insect cells were grown on coverslips
and independently infected with each rBV, or subjected to
double infections with FB/his-VP3 + FB/pVP2 or FB/his-
VP3 + FB/VP2. At 40 h postinfection (pi), cells were fixed,
incubated with sera anti-VP2 and -VP3, and processed for
confocal laser scanning microscopy (CLSM).
When independently expressed, the three structural poly-
peptides display distinctive distribution patterns: (i) VP2 is
homogeneously distributed throughout the cytoplasm (Fig.
1A, panel i); (ii) pVP2 forms fine granules interspersed with
needle-like formations (Fig. 1A, panel ii); and (iii) VP3
produces discrete ring-like accumulations surrounding the
cell nuclei (Fig. 1A, panel iii). Coexpression of VP2 and
VP3 does not alter the characteristic distribution patterns of
these polypeptides (Fig. 1B, panels i– iii). In contrast,
pVP2–VP3 coexpression dramatically modifies the pVP2
pattern. The typical pVP2 granular distribution is replacedVP2, and mature, VP2, forms of the external capsid IBDV polypeptide. (A)
el iii) polypeptides when independently expressed in insect cells. Infected
rresponds to VP2 and pVP2, and Red (Alexa 594) corresponds to VP3. Blue
fected cells. Cells were coinfected with rBVs expressing VP2 + his-VP3 or
to anti-VP2 superimposed to the ToPro-3 signal. Panels ii and v show
l. Panels iii and vi show the overlay of the three fluorescent signals.
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142 137by accumulation of the pVP2 fluorescent signal into ring-
like formations (Fig. 1B, panels iv and vi). These formations
are also stained with VP3-specific serum (Fig. 1B, panels v
and vi). Taken together, these results suggest that VP3
interacts with the pVP2 precursor but not with the mature
form of the protein VP2.
pVP2–VP3 coexpression leads to formation of IBDV-like
structures
The results described above prompted a further char-
acterization of the pVP2–VP3 interaction using an alter-
native approach. Hence, cells were coinfected with either
FB/pVP2 + FB/his-VP3 or FB/VP2 + FB/his-VP3. At 40Fig. 2. Detection of intracellular IBDV-like assemblages by EM. (A) Ultrathin sec
VP3 polypeptides, respectively. The specimens were incubated with either rabb
conjugated to 5-nm colloidal gold. Inlets in panels corresponding to VP2 and p
purified from FB/VP2- and FB/pVP2-infected cells. The inlet in panel VP3 shows
250 nm. (B) Ultrathin sections of H5 cells coinfected with rBVs coexpressing V
specimens were incubated with either rabbit anti-VP2 or -VP3 sera, followed by i
show higher magnification (3) details of the original images. Scale bar indicateh pi, cells were fixed and processed for immunoelectron
microscopy (IEM) using anti-VP2 or -VP3 specific sera.
As controls for this experiment, cells infected with FB/
his-VP3, FB/VP2, or FB/pVP2, respectively, were also
analyzed.
As assessed by sucrose gradient purification, infection
with FB/VP2 and FB/pVP2 leads to formation of 23-nm
capsid-like and flexible tubular structures, respectively (Fig.
2A). However, under the experimental conditions used in this
analysis, these structures were not detectable by transmission
electron microscopy (EM) of thin sections. EM observation
of FB/his-VP3-infected cells showed the presence of numer-
ous electron-dense aggregates within the cell cytoplasm (Fig.
2A). These aggregates were not found in cells infected withtions of H5 cells coinfected with rBVs expressing the VP2, pVP2, and his-
it anti-VP2 or -VP3 sera, followed by incubation with goat anti-rabbit Ig
VP2 specimens correspond to negatively stained IBDV-like assemblages
a higher magnification (3) detail of a VP3-aggregate. Scale bar indicates
P2 + his-VP3 (panels i and ii) or pVP2 + his-VP3 (panels iii and iv). The
ncubation with goat anti-rabbit Ig conjugated to 5-nm colloidal gold. Inlets
s 500 nm.
Fig. 4. Characterization of IBDV-like assemblages. (A) EM image of
negatively stained VLP purified from H5 cells coexpressing the pVP2 and
his-VP3 polypeptides. Scale bar indicates 100 nm. (B) EM image of
negatively stained capsid-like structures purified from H5 insect cells
coexpressing the VP2 and his-VP3 polypeptides. Scale bar indicates 100
nm. (C) Western blot analysis of IBDV-like assemblages. Samples
corresponding to VLP produced in H5 cells infected with the rBV FBD/
Poly-VP1 (Poly + VP1), 23-nm capsid-like structures produced in H5 cells
coinfected with the rBVs FB/VP2 + FB/his-VP3 (VP2 + VP3), VLP purified
from H5 insect cells infected with FB/pVP2 + FB/his-VP3 (pVP2 + VP3),
VLP produced in mammalian cells infected with the rVV vT7/Poly (VV
Poly), and purified IBDV (IBDV), were analyzed by Western blot using
rabbit anti-VP2 and -VP3 antisera, respectively.
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142138wild-type FB virus (data not shown). In agreement with
previous LSCM data showing the presence of large VP3
accretions in FB/his-VP3-infected cells (Fig. 1A, panel iii),
these aggregates were heavily stained with anti-VP3 serum.
Electron-dense aggregates were also detected in cells
coinfected with FB/VP2 + FB/his-VP3 (Fig. 2B, panels i
and ii). The anti-VP3 strongly recognized these amorphous
aggregates while giving a weak cytoplasmic signal (Fig. 2B,
panel ii). In contrast, the anti-VP2 serum produced a strong
cytoplasmic staining while faintly staining the VP3 aggre-
gates (Fig. 2B, panel i). These results confirmed previous
LSCM, and further support the notion that the under these
conditions the VP2 and VP3 polypeptides do not colocalize.
As shown in Fig. 2B, panels iii and iv, the cytoplasm of
cells coinfected with FB/pVP2 + FB/his-VP3 contained
numerous accumulations formed by a mixture of tubules
and capsid-like assemblages that, in most cases, enwrap
irregularly shaped accretions. The anti-VP3 serum recog-
nized the aggregates as well as the surrounding structures
(Fig. 2B, panel iv). On the contrary, the VP2-specific serum
strongly recognized both the tubular and capsid-like
assemblages while giving a weak staining on the electron-
dense accretions (Fig. 2B, panel iii).
Taken together, these results demonstrate that VP3
colocalizes with the pVP2 precursor but not with the mature
VP2 polypeptide. Additionally, EM observations showed
that pVP2–VP3 coexpression leads to formation of assemb-
lages that strongly resemble those found in cells infected
with IBDVor vT7 Poly, a recombinant vaccinia virus (rVV)
expressing the IBDV polyprotein (Fig. 3).
VLP assembly in cells coexpressing pVP2 and VP3 from
independent genes
The results of the IEM analysis strongly suggested that
pVP2–VP3 coexpression might lead to formation of VLP.
To investigate this possibility, H5 cultures were coinfected
with either FB/pVP2 + FB/his-VP3 or FB/VP2 + FB/his-
VP3. At 30 h pi, cells were harvested, homogenized, and
used for VLP purification in sucrose density gradients.
Gradient fractions were negatively stained and analyzed
by transmission electron microscopy. Two different IBDV-Fig. 3. Detection of IBDV assemblages formed in different systems. EM images
infected the rVV virus vT7 Poly that expresses de IBDV polyprotein, and H5 cell
250 nm.like assemblies were detected in samples corresponding to
FB/pVP2 + FB/his-VP3-infected cells: (i) type I rigid
tubules in fractions close to the bottom of the gradient
(not shown); and (ii) 65–70 nm VLP, detected in the
middle and upper gradient fractions (Fig. 4A). The
purified VLPs are morphologically undistinguishable fromcorrespond to chicken embryo fibroblast infected with IBDV, BSC-1 cells
s coinfected with FB/pVP2 + FB/his-VP3, respectively. Scale bar indicates
Fig. 5. Comparative analysis of VP3 accumulation rates in insect cells
expressing the polyprotein gene or coexpressing the pVP2 and his-VP3
from independent recombinant genes. H5 cell monolayers grown in 24-
multiwell plates were infected with either FB/Poly or FBD/pVP2-his-VP3.
(A) At the indicated times pi, cells extracts were analyzed by SDS-PAGE
and Western blot analysis using rabbit anti-VP3 antiserum. (B) Densito-
metric analysis. The filter was scanned, and the integrated density of each
band determined using the NIH image software. The graph shows the
relative VP3 accumulation in samples corresponding from cells infected
with FB/Poly (.) or FBD/pVP2-his-VP3 (n) with respect to the maximum
accumulation value.
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142 139those previously obtained after polyprotein expression in
mammalian or insect cells (Ferna´ndez-Arias et al., 1998;
Maraver et al., 2003). The only assemblage detected in
samples corresponding to FB/VP2 + FB/his-VP3-coinfected
cells consisted on 23-nm capsid-like structures (Fig. 4B)
identical to those previously found in H5 cells expressing
the VP2 polypeptide (Casto´n et al., 2001). The polypeptide
profiles of VLP purified from H5 cells coinfected FB/pVP2
+ FB/his-VP3, and 23-nm capsid-like assemblages were
compared to those of purified IBDV, VLP generated either
in mammalian cells infected with the rVV VT7Lac/Poly or
in insect cells infected with the rBV FBD/Poly-VP1. Sam-
ples were subjected to SDS-PAGE followed by Western blot
using anti-VP2 and -VP3 sera. The results obtained are
shown in Fig. 4C. An immunoreactive band of 54 kDa,
corresponding to pVP2, was detected in all samples except
in that from VP2/his-VP3-coexpressing cells. Significant
amounts of VP2 (48 kDa) were only detectable in samples
corresponding to 23-nm assemblages, IBDV particles, and
VLP produced in mammalian cells. The VP3 polypeptide
was detected in all samples, except in that corresponding to
23-nm assemblages. The different electrophoretic mobility
of the VP3 product detected in VLP purified from pVP2/his-
VP3-coexpressing cells reflects the presence of the 3-kDa
6xhis tag at the N-terminus of the his-VP3 polypeptide.
These results demonstrate that simultaneous expression
of the pVP2 and VP3 ORFs, driven by independent pro-
moters, allows the assembly of IBDV-like structures includ-
ing type I tubules and VLP. It is also noteworthy that the
fusion of the 6xhis tag to the VP3 N-terminal end does not
prevent VLP assembly. This finding provides a new putative
target site for the insertion of foreign polypeptide sequences
to generate chimerical IBDV VLP.
Expression from independent ORFs enhances pVP2 and
VP3 accumulation
LSCM data suggested that pVP2–VP3 accumulation
was higher in cells coexpressing these polypeptides from
independent genes than in those expressing the complete
polyprotein (data not shown). To further assess this possi-
bility, a comparative time-course expression analysis was
carried out. To facilitate this study, a dual rBV, FBD/pVP2-
his-VP3, was constructed. FBD/pVP2-his-VP3 contains the
pVP2 and the his-VP3 ORFs under the control of the BV
polyhedrin and p10 promoters, respectively. Infection of H5
cells with FBD/pVP2-his-VP3 also leads to formation of
IBDV VLP (data not shown). Monolayers of H5 cells were
infected with either FB/Poly or FBD/pVP2-his-VP3 at an
MOI of 5 PFU/cell. At different times pi, cells were
harvested, and the corresponding lysates subjected to
SDS-PAGE and Western blot using anti-VP3 serum. After
immunostaining (Fig. 5A), filters were analyzed by densi-
tometry and the relative VP3 accumulation at the different
time points compared. The results obtained (Fig. 5B)
demonstrate that VP3 accumulation is approximately 2-foldhigher in FBD/pVP2-his-VP3-infected cells than in those
infected with FB/Poly. Almost identical results were
obtained with the pVP2 polypeptide (data not shown).Discussion
IBDV assembly pathway
The results presented demonstrate that pVP2–VP3 coex-
pression leads to colocalization, unambiguously detectable
both by CLSM and IEM. Furthermore, this interaction
results in the formation of structures, type I tubules and
VLP, akin to those detected in cells infected either with
recombinant virus vectors expressing the complete poly-
protein or with IBDV (Ferna´ndez-Arias et al., 1998; Gran-
zow et al., 1997). In contrast, the presence of VP2–VP3
complexes was not detected in cells simultaneously express-
ing these polypeptides. Indeed, purification of IBDV-like
assemblages from these cultures exclusively rendered 23-
nm capsid-like structures identical to T = 1 capsid-like
structures produced in cells expressing VP2 individually.
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142140The results described demonstrate that pVP2-CTD plays
an essential role in the establishment of pVP2–VP3 com-
plexes. At this time, it is not feasible to ascertain whether
pVP2-CTD, either alone or in cooperation with other protein
domain(s), (i) directly interacts with VP3 or (ii) regulates the
establishment of pVP2 homotopic interactions, thus allowing
the formation pVP2 complexes with a conformation that
allows the subsequent docking of VP3 subunits. Experiments
to gain a better understanding on this matter are in progress.
In this report, we provide the first experimental evidence
showing that the minimal information required for IBDV
capsid assembly is contained within the pVP2 and VP3
polypeptides. Our data indicate that both pVP2 and VP3
acquire a functional conformation when expressed out of the
polyprotein context. This is in agreement with previous
observations suggesting that polyprotein processing is co-
translational (Kibenge et al., 1988), and suggests that, as it
has been shown for the Semliky forest virus polyprotein
(Nicola et al., 1999), the IBDV polyprotein domains acquire
their native folding co-translationally. Our results suggest
the hypothesis that the IBDV capsid assembly pathway is
initiated after the primary polyprotein processing event that
releases pVP2, VP4, and VP3. According to this hypothesis,
pVP2 and VP3 would form an immature procapsid, similar
to those found during the assembly of other RNA viruses,
that is, retro, noda, tetra viruses (Agrawal and Johnson,
1995; Canady et al., 2000; Freed, 1998; Pringle et al., 2001;
Zlotnick et al., 1994). It is exciting to speculate that VLP
described here, lacking mature VP2, might represent an
intermediate stage in capsid maturation. Work on the 3D
reconstruction of pVP2 + VP3 VLP is in progress. Hope-
fully, this will allow determining whether they exhibit
structural differences with respect to native virus particles.
IBDV VLP assembly in insect cells
We have recently shown that the VP3 polypeptide
expressed in insect cells undergoes a C-terminal proteolytic
cleavage that results in the accumulation of a functionally
inactive VP3 product lacking 13-aa residues. Consequently,
expression of the IBDV polyprotein in insect cells leads,
almost exclusively, to the assembly of rigid type I IBDV
tubules (Chevalier et al., 2002; Martı´nez-Torrecuadrada et
al., 2000). Hence, detection of VLP in H5 cells coexpressing
pVP2 and VP3 was somewhat unexpected. The reasons for
the observed improvement on VLP accumulation remain
unclear. VP3 proteolytic trimming begins to be noticeable
after 24 h pi, before detectable VLP levels have been
accumulated in cells expressing the complete polyprotein
(Maraver et al., 2003). It seems feasible that the improve-
ment on VLP production detected in insect cells coexpress-
ing the pVP2 and VP3 genes might be at least partially due
to the detected increase on pVP2–VP3 accumulation. Al-
ternatively, expression of pVP2 and VP3 from independent
genes might facilitate the establishment of pVP2–VP3
interactions leading to a more efficient VLP assembly.Materials and methods
Cells and viruses
rBVs FB/pVP2, FB/VP2, FB/his-VP3, and FBD/Poly-
VP1 have been previously described (Kochan et al., 2003;
Maraver et al., 2003; Martı´nez-Torrecuadrada et al., 2000).
Construction of FBD/pVP2-his-VP3 is described below.
rBVs were grown and titrated in Spodoptera frugiperda
H5 insect cells (Invitrogen) as described before (Maraver et
al., 2003). The rVV vT7/Poly (Ferna´ndez-Arias et al., 1998)
was grown and titrated in BSC-1 cells (American Type
Culture Collection) as previously described (Lombardo et
al., 1999). The IBDV Soroa strain was propagated in
chicken embryo fibroblast as previously described (Lom-
bardo et al., 1999).
Construction of FBD/pVP2-his-VP3
A DNA fragment containing the pVP2 coding sequence,
nucleotides 1–1536 of the polyprotein ORF, fused to an
artificial stop codon was generated by PCR. The reaction was
carried out using the plasmid pVOTE.2/POLY (Ferna´ndez-
Arias et al., 1998) as template and the oligonucleotides 5V-
GCGCAGATCTATGACAAACCTGTCAGATCAAACCC
and 5V-GCGCAAGCTTAGGCGAGAGTCAGCTGCCT-
TATGC as primers. The resulting fragment was digested with
BglII and HindIII, and inserted into the plasmid pFBDual
(Invitrogen) previously digested with BamHI and HindIII,
generating the plasmid pFBD/pVP2. Thereafter, a fragment
containing the his-VP3 ORF was obtained by digesting the
pFB/his-VP3 (Kochan et al., 2003) with RsrII followed by
Klenow treatment and KpnI digestion. This DNA fragment
was purified and cloned into pFBD/pVP2 previously digested
with SmaI andKpnI. The resulting plasmid, pFBD/pVP2-his-
VP3, contains the pVP2 and his-VP3 ORFs under the control
of the polyhedrine and p10 promoters, respectively. The
corresponding rBV, FBD/pVP2-his-VP3, was generated us-
ing the Bac-to-Bac system following the manufacturers’
instructions (Invitrogen).
Purification of IBDV-like structures
H5 cells were subjected to single (5 PFU/cell) or double (5
PFU of each rBV/cell) infections with the appropriate rBVs.
At 30 h pi, cells were harvested, lysed, and processed by
sucrose gradient sedimentation as described previously
(Lombardo et al., 1999). Purification of IBDV particles and
vT7/Poly-derived VLP was carried out using cultures of
BSC-1 cells as previously described (Lombardo et al., 1999).
Electron microscopy
Samples from sucrose gradient sedimentation were dia-
lyzed against 40 mM Pipes, pH 6.2; 150 mM NaCl. After
dialysis, samples were applied to glow-discharged carbon-
A. On˜a et al. / Virology 322 (2004) 135–142 141coated grids for 1 min and negatively stained with 2%
aqueous uranyl acetate for 1 min. IEM was carried out on
infected H5 cells. At 40 h pi, H5 monolayers were fixed in
situ with 4% paraformaldehyde 0.1% glutaraldehyde in PBS
at 4 jC for 4 h. After fixation, cell pellets were resuspended
in glycerol and frozen in liquid ethane. Frozen specimens
were transferred to a Riechert-Jung AFS freeze-substitution
unit (Leika) and maintained at 90 jC in a mixture of
methanol and 0.5% (wt/vol) uranyl acetate for 48 h. There-
after, samples were infiltrated in Lowicryl KYM (EML
laboratories) at 30 jC. Polymerization was induced with
UV light. Ultrathin sections of the samples were immunola-
belled with anti-VP2 or -VP3 rabbit sera followed by
incubation with goat anti-rabbit Ig conjugated to 5-nm
colloidal gold. Micrographs were recorded with a Jeol
1200 EXII electron microscope operating at 100 kV.
SDS-PAGE and Western blotting
Protein extracts were resuspended in Laemmli’s sample
buffer and heated at 100 jC for 5 min. Electrophoreses
were performed on 12% polyacrylamide gels. Western
blot analyses were carried out using anti-VP2 and -VP3
specific rabbit sera as previously described (Ferna´ndez-
Arias et al., 1998). After immunostaining, nitrocellulose
filters were scanned with a UMAX PowerLook 2000
scanner (Umax Systems GmbH). Densitometric analyses
were performed using the NIH Image program developed
at the U.S. National Institutes of Health (http://rsb.info.
nih.gov/nih-image/).
Confocal laser scanning microscopy
H5 cells seeded onto glass coverslips were subjected to
either single (5 PFU/cell) or double infections (5 PFU of
each rBV/cell) with the indicated rBVs. Monolayers of H5
insect cells were infected with rBVs expressing VP2, pVP2,
or his-VP3. At 40 h pi, cells were fixed, incubated with
rabbit anti-VP2 and rat anti-VP3 specific sera, followed by
incubation with goat anti-rabbit Ig coupled to Alexa 488
(green) and goat anti-rat Ig coupled to Alexa 594 (red). Cell
nuclei were stained with ToPro-3. Fluorescent signals
detected by CLSM were recorded separately by using
appropriate filters. Samples were visualized by epifluores-
cence using a Zeiss Axiovert 200 microscope equipped with
a Bio-Rad Radiance 2100 confocal system. Images were
captured using the Laser Sharp software package (Bio-Rad).Acknowledgments
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Summary
The infectious bursal disease virus T=13 viral particle
is composed of two major proteins, VP2 and VP3.
Here, we show that the molecular basis of the confor-
mational flexibility of the major capsid protein precur-
sor, pVP2, is an amphipatic  helix formed by the se-
quence GFKDIIRAIR. VP2 containing this  helix is
able to assemble into the T=13 capsid only when ex-
pressed as a chimeric protein with an N-terminal His
tag. An amphiphilic  helix, which acts as a conforma-
tional switch, is thus responsible for the inherent
structural polymorphism of VP2. The His tag mimics
the VP3 C-terminal region closely and acts as a mo-
lecular triggering factor. Using cryo-electron micro-
scopy difference imaging, both polypeptide elements
were detected on the capsid inner surface. We pro-
pose that electrostatic interactions between these
two morphogenic elements are transmitted to VP2 to
acquire the competent conformations for capsid as-
sembly.
Introduction
Macromolecules and macromolecular assemblies con-
trol all fundamental processes in biology (Nogales and
Grigorieff, 2001). The structural polymorphism observed
in macromolecules is an intrinsic feature required for
these processes. Examples of the use of dynamic con-
formations include muscle contraction, which requires
dramatic changes in the contacts between actin and
myosin (Holmes et al., 2003); protein complexes in in-
tracellular signaling pathways, such as those of the
cytokines and their receptors (Hart et al., 2002); tran-
scription factor interactions (Muller and Tora, 2004); ri-
bosome-mediated translation reactions (Agrawal et al.,
2004); the apoptosome (Shi, 2004); and virus capsids.
The structure of viral capsids provides a paradigm in*Correspondence: jrcaston@cnb.uam.esthe analysis of nonequivalent interactions among iden-
tical subunits. Structural polymorphism, together with
the extensive use of symmetry, is an example of na-
ture’s efficient use of limited coding capacity (Harrison,
2001). The protein lattice of icosahedral viruses can be
described by the traditional concept of quasiequiva-
lence introduced by Caspar and Klug (1962). Icosahe-
dral capsids are defined by their triangulation number
(T). The simplest capsids are made of 60 identical sub-
units and are assembled into pentamers (T=1). Excep-
tions aside (e.g., the all-pentamer capsid of papilloma-
viruses and papovaviruses [Liddington et al., 1991;
Rayment et al., 1982], and the all-decamer inner core of
double-stranded [ds] RNA viruses [Grimes et al., 1998;
Naitow et al., 2002; Reinisch et al., 2000]), those with
more than 60 subunits are assembled into pentamers
and hexamers and cannot have identical, but only
“quasiequivalent,” environments (T > 1). The T number
describes the number of different environments occu-
pied by a subunit, and the rules of quasiequivalence
allow only certain values of T. In theory, quasiequiva-
lence involves small differences in subunit interactions
and conformations. In practice, for capsids analyzed to
date, viruses show wide variation in this principle, and
the literature describes equivalent, quasiequivalent,
and nonequivalent capsids (Baker et al., 1999). High-
resolution structural studies have revealed some clues
as to how identical subunits adopt different conforma-
tions, although the structural basis is still poorly under-
stood.
This study addresses the mechanisms that control
conformational flexibility of the major structural protein
in the icosahedral capsid of a dsRNA virus, the infec-
tious bursal disease virus (IBDV), classified in the family
Birnaviridae. The IBDV genome has two segments
(Hudson et al., 1986). Segment A (3.2 kbp) contains two
partially overlapping open reading frames (ORFs), the
first of which codes for the nonstructural protein VP5
(145 residues with an Mr of 16,700), involved in virus
release and dissemination (Lombardo et al., 2000). The
second ORF encodes a polyprotein (1,012 residues; Mr
of 109,700) that is trimmed by the viral Ser-Lys protease
VP4 (Birghan et al., 2000), rendering three proteins:
pVP2 (512 residues; Mr of 54,400; apparent Mr of
w48,000), VP3 (258 residues; Mr of 28,900; apparent Mr
of w32,000 kDa), and VP4 (244 residues; Mr of 26,700).
Most of the pVP2 C-terminal domain is further pro-
cessed at three Ala-Ala bonds, which are secondary
VP4 targets (positions 487, 494, and 501) (Sánchez and
Rodríguez, 1999). The resulting intermediate pVP2 is
again cleaved by an unknown mechanism between res-
idues 441 and 442, giving the mature VP2 (441 residues;
Mr of 47,100; apparent Mr of w41,000). The pVP2 matu-
ration process requires capsid assembly (Chevalier et
al., 2002), and the released C-terminal segments remain
in its interior (Da Costa et al., 2002). Segment B (2.8
kbp) contains an ORF that encodes VP1 (880 residues;
Mr of 97,800; apparent Mr of w95,000), the RNA-depen-
dent RNA polymerase (von Einem et al., 2004).
The IBDV infectious particle is a T=13 single-shelled
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1008capsid (w65–70 nm diameter) (Böttcher et al., 1997). p
gpVP2 and VP2, representing w50% of the total protein,
and VP3 (w40%) are the structural components in the p
ivirions, as shown by biochemical analysis of purified
virions (Dobos et al., 1979). (
Studies of the structures formed by expression of
VP2 or pVP2 alone showed that VP2 forms exclusively E
a T=1 capsid (all-pentamer capsid), whereas pVP2 ex- o
pression leads to poorly ordered tubular structures with A
a hexagonal lattice (Castón et al., 2001). These results s
suggested that the pVP2 C-terminal region plays an im- i
portant role in allowing the formation of multiple VP2 t
conformations. In addition, VP3 must participate in the
inherent ability of pVP2 to acquire different conforma- d
tions through the pVP2 C-terminal end (Oña et al., e
2004). We analyzed the C-terminal domain of pVP2 by a
generating a series of pVP2 C-terminal deletion mu- a
tants, which were also expressed with an N-terminal t
His tag. pVP2 C-terminal domain residues 443–453 t
form an amphiphilic α helix, as indicated by sequence l
and circular dichroism analysis. This α helix, together M
with the His tag, confers conformational polymorphism c
on VP2, and correct T=13 capsid assembly thus takes i
place. To determine the similarity between these T=13 s
virus-like particle and virion capsids, both structures a
were analyzed by cryo-electron microscopy (cryo-EM) d
and image processing techniques and compared at s
15 Å resolution. The three-dimensional maps showed s
only minor structural differences, implying that VP3, t
whose function is successfully restored by the His tag, a
acts as a canonical scaffolding protein rather than as a h
permanent component of the final capsid. The finding t
that an amphipathic α helix acts as a molecular switch p
could have important implications for the assembly of s




wpVP2 C-Terminal Deletion Mutants
mwith and without an N-Terminal His Tag
Since C-terminal processing events of pVP2 (512 resi-
tdues) to VP2 (441 residues) are abolished when this
pprotein is expressed in recombinant baculoviruses, we
Texpressed different pVP2 constructs by varying the
length of the C-terminal extension. To cover this region
uniformly, we selected positions 456, 466, 476, 487, E
o494, and 501 (Figure 1A). Western blot analysis of these
pVP2/VP2 variants showed that all pVP2 C-terminal de- H
sletion mutants were correctly expressed, rendering a
major band (Figure S1; see the Supplemental Data o
iavailable with this article online). We also generated the
same series of pVP2/VP2 variants fused to an N-ter- m
(minal His tag (HT-VP2). The molecular masses of the
pVP2/VP2 variants generated are shown in Table S1. t
4pVP2/VP2 variants were expressed at high levels and
were purified on a sucrose cushion, followed by a linear s
isucrose gradient. Gradient fractions were charac-
terized by SDS-PAGE. Coomassie blue staining of SDS- c
wPAGE gels showed that fractions containing the dif-
ferent pVP2 variants banded in a broad density range h
w(Figures 1B and 1C). For comparative purposes, result-
ing assemblies from IBDV-infected cells were purified d
aby following the same strategy (Figure 1D). WhereasVP2 variants lacking the His tag produced hetero-
eneous assemblies (Figure 1B), His-tagged pVP2/VP2
roteins assembled into particulate material of increas-




nalysis of the sucrose gradient fractions negatively
tained by EM showed different morphologies depend-
ng on the length of the pVP2 C-terminal domain and
he presence/absence of the His tag (Figures 2 and 3).
VP2-441 (Figure 2A) and VP2-456 (Figure 2B) pro-
uced doughnut-shaped assemblies, w23 nm in diam-
ter, which corresponded to dodecahedral capsids with
T=1 shell (Castón et al., 2001). Depending on which
ssembly VP2-466 formed, this variant was located
hroughout the sucrose gradient. Bottom fractions con-
ained w25 nm diameter thin tubes (Figure 2C), regu-
arly ordered with a helical pattern (Figure 2C, inset).
iddle fractions showed shorter, thin tubules and T=1
apsid-like structures surrounded by punctuate mater-
al, probably indicating the unstable nature of these as-
emblies (Figure 2D). T=13 capsid-like structures were
lso observed occasionally (Figure 2D, inset). The pre-
ominant structures at the top of the gradient were
mall isometric particles (Figure 2E). VP2-476 behaved
imilarly to VP2-466. Most VP2-501 migrated to the bot-
om-half fractions and was assembled into w35 nm di-
meter partially ordered tubes (Figure 2F). In the top
alf of the gradient, VP2-501 was assembled as twisted
ubular structures and a few isometric, irregularly sized
articles (not shown). Finally, VP2-512 was found as
hort, curled tubules and irregular particles.
In IBDV-infected cells, most of the purified structures
ere located at the middle of the gradient and corres-
onded to 65–70 nm diameter icosahedral particles
Figure 2H). Near the bottom of the gradient, however,
e found tubular structures with a hexagonal arrange-
ent, the so-called type I tubes (Figure 2G).
Together, these results suggested that VP2-466 con-
ains sufficient information for hexamer (thin tube) and
entamer (T=1 capsid) formation and thus for potential
=13 capsid assembly.
lectron Microscopy Analysis
f (His-) pVP2/VP2 Assemblies
is-tagged pVP2/VP2 assemblies were analyzed in a
imilar manner. In HT-VP2-441-enriched fractions, we
bserved w23 nm diameter particles (Figure 3A). Strik-
ngly, HT-VP2-456 was able to assemble into structures
orphologically similar to true T=13 infectious capsids
compare Figure 3B and Figure 2H), which banded at
he middle of the gradient. Nonetheless, most HT-VP2-
56 was located at the top of the gradient as T=1 cap-
ids. The tendency to form good capsids was further
mproved with the HT-VP2-466 protein (Figure 3C). T=13
apsid-like particles were more abundant and, as they
ere obtained at high efficiency, were selected for
igher-resolution structural studies. Intermediate size
53 nm diameter capsid-like structures were easily
istinguished among T=13 capsids (Figure 3B and C,
rrows).
T=13 Capsid Assembly from a Single Protein
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Analysis of pVP2 and His-Tagged pVP2 Mu-
tant Proteins
(A) Scheme of the pVP2 C-terminal region,
indicating the positions and sequences se-
lected for generation of deletion mutants.
His-tagged mutant versions were also gen-
erated.
(B and C) (B) Untagged and (C) tagged pVP2
mutants were expressed at high levels (Ex-
perimental Procedures), purified by two-step
centrifugation; 12 fractions were collected
and were concentrated 20-fold, and 1–10 l
of each fraction was loaded (0.1 l for pVP2
tagged mutants), analyzed by SDS-PAGE,
and developed by Coomassie staining. The
star denotes that the gel was analyzed by
Western blot with anti-VP2 antibodies (VP2-
512). Mutants VP2-487 and VP2-494 did not
assemble structures sufficiently stable to re-
sist purification conditions, as they did not
pellet through the initial sucrose cushion
(not shown).
(D) A typical profile of IBDV proteins from
IBDV-infected cells. The direction of sedi-
mentation was right to left, with fraction 12
representing the top of each gradient.HT-VP2-476 (Figures 3D–3F) and HT-VP2-487 pro-
teins retained the ability to assemble into viral capsid-
like structures, albeit with lower efficiency; the pre-
dominant structures were hexagonal tubes of varying
lengths (Figure 3D). Finally, HT-VP2-494, HT-VP2-501,
and HT-VP2-512 proteins formed only tubular struc-
tures with apparent hexagonal ordering.
The N-terminal His tag of different pVP2/VP2 proteins
did not affect subunit assembly into regular particles.
His-tagged VP2-456 allowed correct assembly of T=13
capsid-like structures in the absence of VP3 protein,
the other major structural component of the capsid.
Circular Dichroism Analysis of pVP2 C-Terminal
Domain Residues 443–452
The secondary structure of the peptide GFKDIIRAIR,
representing residues 443–452 of the pVP2 C-terminal
domain, was predicted by using the Agadir program
(Muñoz and Serrano, 1994). The program detected a
marked helical propensity in the peptide (Figure 8B,
left). To test this prediction, a synthetic peptide of resi-
dues 442–454 was synthesized, and its average sec-
ondary structure was measured by circular dichroism
(CD). In aqueous buffer, the peptide had negligible heli-
cal structure and adopted a random coil conformation.
Addition of the helix-inducing cosolvent trifluoroethanol
(TFE) (Nelson and Kallenbach, 1986) nonetheless re-
sulted in the appearance of a clear helical component
(Figure S2). To ascertain whether similar peptides are
found in known structures, we scanned the PDB data-
base with WHATIF (http://www.cmbi.kun.nl/gv/whatif)
(Vriend, 1990) and found such a peptide in residues241–250 of the Leishmania mexicana triose phosphate
isomerase (LmTIM) (Williams et al., 1999). When its se-
quence, EFRDIIDATR, was compared with the ten pVP2
residues, their amphipathic character was nearly iden-
tical: there is a conservative replacement (R for K); a
substitution of D for R, changing the polarity but main-
taining a charged side chain; and a replacement of T
for I.
Structure of the IBDV Capsid
A cryo-electron micrograph of IBDV particles shows
clear peripheral serrations (Figure 4A). The final density
map of the T=13 capsid was calculated to 12 Å resolu-
tion. The molecular architecture of the capsid, in which
the most outstanding feature is the presence of 260
protruding VP2 trimers on the outer surface arranged
in five distinct conformations (Figure 4B, a–e), is essen-
tially as described by Böttcher et al. (1997) and Castón
et al. (2001). On the inner surface, there are 200 in-
wardly protruding, Y-shaped trimeric structures. The
significant improvement in resolution allowed us to
identify a number of fine structural details with more
precision, particularly at the 5-fold axis on the inner
shell. Thus, the 60 absent inner trimers, 5 per pentamer,
are replaced by 2 annular rims. Whereas the outermost
rim is formed by ten intimately connected globular den-
sities, the innermost rim is formed of five blobs, as pre-
dicted (see also Figure 7). Another relevant feature con-
cerns the porous appearance of the capsid wall. These
pores (616 in total) are w15 Å in diameter and are ex-
actly situated below density connections, called con-
Structure
1010Figure 2. Electron Microscopy of pVP2 C-Terminal Deletion Mutant Assemblies
(A and B) (A) VP2-441 and (B) VP2-456 only form T=1 capsid-like particles, although a few remained associated in larger, unstable structures
formed by 12 dodecahedral particles (arrows in [A]).
(C–E) VP2-466 forms different assemblies: (C) tubular structures with hexagonal ordering as deduced from its Fourier transforms (inset) at the
lower fractions, (D) T=1 capsid-like particles, broken thin tubes and dissociated material as the predominant structures, but occasionally
T=13 capsid-like particles (inset) at the middle fractions, and (E) T=1-like particles at the upper fractions.
(F) VP2-501 assembles mostly to tubular structures with different structural integrity (assemblies from a middle fraction are shown).
(G and H) Most assemblies from IBDV-infected cells are T=13 capsids at (H) middle fractions, although, at the (G) lower fractions, tubular
structures are also observed at longer infection times. The scale bar represents 100 nm.necting arms, between adjacent trimers on the outer w
ssurface.
n
tStructure of the His-VP2-466 Capsid
Cryo-EM analysis of selected fractions enriched in b
svirus-like particles showed that HT-VP2-466 capsids errations in the periphery. The 3DR of larger HT-VP2-
Figure 3. Electron Microscopy of His-Tagged pVP2 C-Terminal Deletion Mutant Assemblies
Concentrated fractions were diluted (1/50) for an optimum view of resulting assemblies.
(A) HT-VP2-441 assemblies: T=1 capsid-like structures and larger dodecahedral assemblies (arrows).
(B) HT-VP2-456 assemblies: T=13 and T=7 (arrows) capsid-like particles at the middle fractions.
(C) HT-VP2-466 assemblies: T=13 and T=7 (arrows) capsid-like particles at the middle fractions.
(D–F) HT-VP2-476 assemblies: type I tube-like structures at the (D) lower fractions; T=13 and T=7 capsid-like particles and pieces of tubular
assemblies at the (E) middle fractions; and irregular assemblies at the (F) upper fractions. The scale bar represents 100 nm.ere a rather complex mixture of different, related as-
emblies (Figure 5A). These capsids ranged from w65
m (similar to T=13 IBDV capsids) to w53 nm in diame-
er; there was also a variety of smaller isometric assem-
lies. All of these structures showed the same typical
T=13 Capsid Assembly from a Single Protein
1011Figure 4. Three-Dimensional Structure of the IBDV Capsid
(A) Cryo-electron micrograph of IBDV capsids. The scale bar repre-
sents 50 nm.
(B) Surface-shaded representations of the outer (left) and inner
(right) surface of the IBDV capsid viewed along a 2-fold axis of
icosahedral symmetry. The surface-shaded map was contoured as-
suming the presence of 780 molecules of VP2-441 and a value of
0.73 cm3/g as the partial specific volume of protein. To observe
with clarity the pores in the shell, only the front hemisphere of the
map is shown. The five types of trimeric capsomers are indicated
by letters a–e. The scale bar represents 200 Å.466 capsids was determined at 15 Å resolution (Figure
5B, left and center). The outer surfaces of the IBDV and
HT-VP2-466 capsids are almost superimposable, whereas
the inner surfaces showed apparent differences. The
main structural distinction is related to the local 6-fold
and 5-fold axis, where an extra density that connects
Y-shaped trimeric structures is observed in the HT-VP2-
466 capsid, unlike in the IBDV capsid.
The density map of intermediate size HT-VP2-466
capsids showed a T=7 lattice (Figure 5B, right), which
was based on equivalent trimeric capsomers such as
T=13 capsids, except for the requirement for only three
different classes of triangular capsomers (denoted a#,
b# and c#). T=13 and T=7 capsids share the same fun-
damental HT-VP2-466 trimer block in the icosahedral
lattice.
Structural and Biochemical Comparison of IBDV
and HT-VP2-466 Capsids
Structural similarity was also found between IBDV and
HT-VP2-466 capsids in their radial density profiles (Fig-
ure 6A) and transverse central sections (Figures 6C and
6D), which were practically superimposable. Two minor
differences were noted at the protein shell (radiusw253–350 Å) (Figure 6A, arrows). A peak of extra den-
sity is observed for the IBDV capsid, located mostly in
a 325–345 Å radius, and another extra density for the
HT-VP2-466 capsid on the inner surface (in a 268–285 Å
radius). To locate these differences more precisely, we
calculated difference maps by arithmetic subtraction of
the density values within the protein shell in both struc-
tures. By alternating the order of subtraction of the two
maps, the resulting difference maps showed only those
structural features that could be attributed to each
structure, denoted in red on the outer IBDV capsid sur-
face (Figure 6E) and on the inner HT-VP2-466 capsid
surface (Figure 6F). The location of the structural differ-
ences on the outer IBDV capsid surface suggests that
the regions of greatest difference are found at the con-
necting arms between adjacent VP2 trimers. The struc-
tural differences along the inner surface are located
mainly at the local 6-fold and 5-fold axis, precisely
where the extra inner densities of HT-VP2-466 capsid
are located.
Coomassie blue staining of SDS-PAGE gels showed
that the virus particle-enriched fractions consisted of
pVP2/VP2 and VP3 as the major components (Figure
6B), accounting for w90% (% weight) of the total pro-
tein. Equivalent analysis of fractions used to obtain
cryo-EM data for HT-VP2-466 capsids showed that they
consisted of a single w54 kDa polypeptide, as pre-
dicted. As minor differences at the protein shell level
cannot account for the VP3 content difference, these
observations implied that both capsids are built of a
single protein, VP2, or its His-tagged derivative variant,
for IBDV and HT-VP2-466 capsids, respectively, and
that VP3 is not incorporated as an integral component
into the IBDV shell.
Quasiequivalence Analysis in a T=13 Capsid
A new scenario must be considered for the IBDV cap-
sid, as it should be considered a quasiequivalent cap-
sid. To test this hypothesis, aligned maps of IBDV and
HT-VP2-466 capsids were compared on icosahedral
sections to assess their equivalent features conve-
niently (Figure 7). The outermost sections (328–311 Å)
showed that trimeric units are essentially identical (Fig-
ures 7A–7C). Further in (302–294 Å), the continuous
shell is evident, and minor differences can be appreci-
ated (Figures 7D and 7E). At a 286 Å radius, the sec-
tions corresponding to the starting inner surface of
both T=13 capsids showed that the 260 external tri-
meric units have clear continuity with another 260 in-
ternal trimeric units, including those around the 5-fold
axis (Figure 7F). The pentameric trimers are packed
more tightly against one another than the hexameric
trimers and become fused at a 277 Å radius, where ex-
tra densities at local 6-fold axes of the HT-VP2-466 cap-
sid are visible (Figure 7G). At 269 Å radius, local 6-fold
axis densities are conspicuous elements (Figure 7H).
Discussion
We analyzed the conformational polymorphism of the
IBDV major coat protein VP2. VP2 is initially synthe-
sized as a 512 residue precursor, pVP2, which un-
dergoes a variety of defined C-terminal processing
Structure
1012Figure 5. Three-Dimensional Structure of HT-
VP2-466 Capsids
(A) Cryo-electron micrograph of HT-VP2-466
assemblies (fraction 7). Circles enclose the
three clearly discernible icosahedral assem-
blies with a T=13, T=7, and, probably, T=1
shell. The scale bar represents 50 nm.
(B) Three-dimensional structure of HT-VP2-
466 T=13 (left and middle) and T=7 (right)
capsids. These density maps were con-
toured to enclose a volume for 780 (T=13
shell) or 420 molecules (T=7 shell) of HT-VP2-
466. Classes of HT-VP2-466 trimers are indi-
cated. The scale bar represents 200 Å.events to render the mature VP2 (441 residues). Most b
Vmutants expressed in our baculovirus system could
thus correspond to naturally occurring intermediates t
(during virus assembly. The molecular switch controlling
VP2 polymorphism resides in this temporally bound, 71 u
cresidue C-terminal sequence, which is removed when
its function has been completed. In the absence of VP3,
Lefficient T=13 capsid-like assembly nonetheless re-
quired the presence of a His tag at the VP2 N terminus, b
cindicating that the His tag mimics VP3 function during
virion assembly. Assembly control of the complex IBDV c
sT=13 capsid thus requires the interaction of two sepa-
rate polypeptide elements that can be disengaged in p
bour system. A scheme summarizing our results for VP2
C-terminal deletion mutants with and without the His i
ttag is shown in Figure 8A.
Structure of the Molecular Switch M
SStructural studies have provided some clues as to how
a capsid protein determines the conformation that it s
pmust adopt (Abrescia et al., 2004), although the un-
derlying mechanism is not yet fully understood. The s
ddistinct conformational states may be controlled by
flexible regions in the protein (loops, N and C termini), d
Hdouble-standed or single-stranded RNA, metal ions,
pH, or combinations of these (Johnson, 1996). These t
pfactors, referred to as molecular switches, may be in-
sufficient, especially when large T number capsids are n
rconsidered, and would require one or more auxiliary
proteins that would act as molecular effectors (scaffold, s
Aminor capsid, or enzymatic proteins) (Dokland, 2000).
Our results indicate that the VP2 molecular switch is i
elocated in the temporally bound 443-GFKDIIRAIR-452
segment that is organized as an amphipathic α helix. a
sThe HT-VP2-456 mutant represents the abrupt frontieretween the single and multiple conformations that
P2 can display. If assembly subunits are shorter, as is
he case with HT-VP2-441, only all-pentamer structures
T=1 capsids) are formed, whereas, if assembly sub-
nits include residues 443–452, both T=13 and T=1
apsids can be formed.
The pVP2 443–452 sequence is nearly identical to an
mTIM amphipathic α helix, whose hydrophobic side is
uried, while leaving surface-exposed hydrophilic side
hains. The hydrophilic side of residues 443–452 is
onstituted of basic residues, although the same re-
trictions apply for the hydrophobic side of the VP2
eptide (Figure 8B). Accordingly, this side would be
uried by interaction with other VP2 region(s), although
nteraction with other protein(s) cannot be excluded by
he available data.
olecular Switch and Triggering Factors
ince VP2-456 cannot, and VP2-466 can only rarely, as-
emble into T=13 shells, the presence of an amphi-
athic α helix morphogenetic element is insufficient to
upport polymorphism. The presence of a His tag in
ifferent pVP2 variants is nonetheless essential for pro-
uction of genuine virus-like structures. We compared
is tag and VP3 sequences to attempt to deduce why
he His tag partially emulates VP3 function during mor-
hogenesis. The last five residues in the VP3 C termi-
us aligned with the similar His tag region (Figure 8B,
ight). There are no other similar segments in the VP3
equence, confirming its importance and uniqueness.
s charge complementarity with the proposed α helix
s evident, this alignment tempts us to suggest that
lectrostatic interactions may be the initial event in the
doption of different conformational states. Both acid
egments in the His tag and the VP3 C-terminal resi-
T=13 Capsid Assembly from a Single Protein
1013Figure 6. Structural Comparison of IBDV and HT-VP2-466 Capsids
(A) Radial density profiles from 3DR of IBDV (continuous line) and
HT-VP2-466 (dotted line) T=13 capsids computed both at 15 Å res-
olution. Protein shells (r = 253–350 Å) are almost superimposable,
except for minor differences (arrows).
(B) Coomassie blue-stained SDS-PAGE gels of purified IBDV and
HT-VP2-466 T=13 capsids used for cryo-EM data acquisition.
pVP2/VP2 and VP3 were quantified from similar gels.
(C and D) Transverse central sections taken from the 3DRs of (C)
IBDV and (D) HT-VP2-466 capsids. Protein and RNA are dark.
(E) Difference map calculated by subtracting HT-VP2-466 from
IBDV capsid. The resulting difference map is represented in red on
the outer surface of an IBDV capsid viewed along an icosahedral
2-fold axis.
(F) Difference map calculated by subtracting IBDV from HT-VP2-
466 capsid. The resulting difference map, showed as 132 bigger
blobs, is shown in red on the inner surface of a HT-VP2-466 capsid
viewed along an icosahedral 2-fold axis. Each of these density is-
lands, using 0.73 cm3/g as the partial specific volume of protein,
corresponds to w26 kDa. On the other hand, the mass of 5–6 cop-
ies of 442–466 (w2.6 kDa) and His tag (w3.4 kDa) segments ranges
from w31 to 37 kDa each. The scale bar represents 200 Å.dues are preceded by a basic segment that may have
an additional function. We postulate that this electro-
static interaction is transmitted to the rest of VP2, in-
ducing the correct conformational change. Such changes
have been described at atomic detail for allosteric regu-
lation of integrins, which transmit conformational change
after activation by ligand binding (Xiao et al., 2004). In
several cases, the His tag was shown to be a long loop
or to form part of an α helix, thereby inducing artifactual
symmetric aggregates due to specific interaction withother regions of the protein under study (Ferrer-Orta et
al., 2004; McCarthy et al., 2004). The presence of nu-
merous charged and polar residues in the His tag used
here may justify both the tendency to interact with
other regions and its random coil structure. We are cur-
rently focused on modifications of the His tag and the
proposed counterpart to obtain new VP2 chimeric pro-
teins able to successfully organize into a T=13 shell
with higher efficiency.
Previous observations suggested that the acid seg-
ment of the VP3 C-terminal region is essential for cor-
rect capsid assembly. Thus, VP3 mutants with altered
or deleted C-terminal residues (Chevalier et al., 2004),
or entirely lacking the last 13 residues (Maraver et al.,
2003b), fail to assemble into T=13 capsids, and hexag-
onal tubular or aberrant assemblies are formed.
Virion Capsid Structure: A New Scenario
Structural comparison of IBDV and HT-VP2-466 cap-
sids has been crucial to unambiguously determine their
basic structural similarity and to assign structural fea-
tures with biochemical components. Structural differ-
ences between these capsids, as shown by their radial
density profiles, are small and do not account for the
amount of VP3 in total virion composition. VP3 would
remain trapped, together with the genomic comple-
ment, in the interior volume of the virion capsid. In virus
assembly, and considering its temporal participation
during capsid morphogenesis, VP3 acts as a canonical
scaffolding protein (Dokland, 1999). VP3 has additional
functions, including VP1 (Lombardo et al., 1999) and
RNA binding activity (Kochan et al., 2003). It is nonethe-
less intriguing that VP3 stoichiometry inside the virion
remains constant at w600 copies, in our purifications
and in those of others (Dobos et al., 1979). A plausible
reason may be its temporal stabilizing role, carried out
by a nonicosahedral but regular scaffold structure
(Zandi et al., 2004; Zlotnick, 2004), to maintain an un-
stable capsid made up of 780 (p)VP2 copies, i.e., a pro-
capsid-like assembly.
Minor differences between IBDV and HT-VP2-466 cap-
sids are found at their outermost and inner surfaces.
Outermost surface differences, located mainly in the
connectivity densities between adjacent protuberant
VP2 trimers, are probably spurious (they are small and
homogeneous). On the other hand, the peak of addi-
tional density observed in the interior of the HT-VP2-
466 capsid (radius w268–285 Å) is much larger and is
distributed along the local 6-fold and 5-fold axes. We
interpret the inner differences as a direct visualization
of bundles of α helices. This interpretation is supported
by measurements of volume difference, which is dis-
tributed into 12 pentameric and 120 hexameric larger
densities and numerous spurious blobs (see Figure 6
legend).
Finally, our observations imply that the IBDV capsid
is a fully quasiequivalent shell built of a single protein,
VP2. A number of T=13 capsids have been described
for different dsRNA viruses. In the case of the Blue-
tongue virus capsid, the inner T=2 layer was shown to
have a scaffolding role, directing and maintaining as-
sembly of the T=13 layer (Grimes et al., 1998). To our
knowledge, the IBDV capsid and the virus-like HT-VP2-
Structure
1014Figure 7. Structural Organization of IBDV and HT-VP2-466 Capsids
(A–H) Icosahedral sections are shown of 3DR of IBDV (left half) and HT-VP2-466 (right half) capsid, at 15 Å resolution, viewed down a 2-fold
axis. The perpendicular distances of the faceted icosahedral sections from the center of the T=13 capsids are (A) 328, (B) 319, (C) 311, (D)
302, (E) 294, (F) 286, (G) 277, and (H) 269 Å. Facets were generated by using the Facets program (kindly provided by R.A. Crowther, MRC,
Cambridge). The scale bar represents 200 Å.a466 capsid are the largest true T=13 quasiequivalent







IBDV strain Soroa, a serotype I virus, was purified by a standard B
protocol from QM7 quail muscle cells (Lombardo et al., 1999) and e
was stored in PES buffer (25 mM piperazine-N,N’-bis(2-ethanesul- G
fonic acid) [PIPES] [pH 6.2], 150 mM NaCl, and 20 mM CaCl2). 1
s
Construction of Recombinant Baculoviruses a
Recombinant baculovirus (rBV) FB/VP2-456 was previously de- s
(scribed (Castón et al., 2001). The pVOTE.2/POLY plasmid (Oña et Figure S1).
Figure 8. pVP2 and His-Tagged pVP2 Mutant
Protein Assemblies
(A) Scheme illustrating the assemblies
adopted by VP2 (red) with different C-ter-
minal extensions, depending on the exten-
sion of its C-terminal sequence (gray), alone
(VP2) or with a His tag (blue) (HT-VP2). The α
helix of the peptide 443-GFKDIIRAIR-453 is
shown (yellow). Note that as the length of the
C-terminal sequence bound to VP2 (or its
His-tagged version) is increased, there is
equilibrium displacement between T=1 cap-
sid-like structures and tubes, favoring for-
mation of hexagonal tubular structures. The
complete sequence of the pVP2 C-terminal
region and sites used in this study are
shown.
(B) A helical-wheel representation of the pre-
dicted α helix of the peptide GFKDIIRAIR is
shown at the left. On the right, the proposed
charge complementarity between the am-
phipathic α helix and the last five residues of the C-terminal region of VP3 (or the aligned VP3 similar region of the His tag [H-tag]) used in
this study are shown. VP3 and His tag sequences are shown in the opposite direction, from C-terminal to N-terminal ends. Group color key
is indicated.l., 2004) was used as a template for PCR synthesis of pVP2-
erived DNA fragments to generate rBV FB/VP2-441, FB/VP2-466,
B/VP2-476, FB/VP2-487, FB/VP2-494, FB/VP2-501, and FB/VP2-
12. PCR was performed with Vent DNA polymerase (Biolabs) with
common 5# end primer (5#-pVP2) and 3# end primer specific for
ach mutant (Table S2). BglII-HindIII-digested PCR fragments were
loned into FastBac and pHisFastBac-C plasmid (Invitrogen)
amHI-HindIII polylinker sites for protein expression. The pHisFast-
ac-B plasmid was used to express His-tagged pVP2 variants. The
xtra tag sequence used was MSYYHHHHHHDYDIPTTENLYFQ
AMGS. Resulting plasmids were proof sequenced (Sanger et al.,
977). Selection of derived bacmids from the DH10Bac E. coli
train and preparation for lipofectine transfection were performed
ccording to the manufacturer’s protocols (Invitrogen). The con-
tructs were expressed in H5 insect cells (Maraver et al., 2003a)
T=13 Capsid Assembly from a Single Protein
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Mutant Protein-Derived Structures
H5 cells (2–5 × 108 cells) were infected with appropriate rBV (m.o.i.
1–5 PFU/cell). At 48 hr postinfection, infected cells were harvested,
lysed in PES buffer plus 1% IGEPAL CA-630 (Sigma) on ice, and
processed on a 20% sucrose cushion and a linear 20%–50% su-
crose gradient. The particulate material containing pVP2 deletion
mutant proteins of sucrose gradient fractions were concentrated
20-fold by ultracentrifugation and were used for SDS-PAGE, West-
ern blot, and EM analyses. Enriched fractions consisting of T=13
capsids were selected for structural studies and were used within
1–2 days of purification.
SDS-PAGE and Western Blot Analysis
Infected cell extracts (10–15 l) or concentrated sucrose gradient
fractions (2–5 l) were added to Laemmli sample buffer to a 1× final
concentration and were heated (100°C, 2 min). Electrophoresis was
performed in 11% polyacrylamide gels (stock formulation contain-
ing 38.96% [w/v] acrylamide and 1.04% [w/v methylene bis acry-
lamide). Western blot analyses were carried out by using anti-VP2
serum as described (Lombardo et al., 1999). Rabbit anti-VP3 serum
was used as an internal negative control. Anti-His tag was provided
by Sigma.
Conventional Electron Microscopy Analysis
A 2–5 l sample of each concentrated sucrose gradient fraction
was negatively stained with 2% aqueous uranyl acetate. Micro-
graphs were recorded with a JEOL 1200 EXII electron microscope
operating at 100 kV at a nominal magnification of 40,000×.
Cryo-Electron Microscopy
Samples (5 l drops) of fractions containing virions or HT-466 cap-
sids were applied to one side of a holey carbon film, washed twice
on water drops, blotted, and plunged into a liquid ethane bath fol-
lowing standard procedures (Castón et al., 2001). Micrographs
were recorded under minimal exposure conditions so that the
imaged specimens received exposures of 6–10 e−/nm2 at nominal
magnification of 50,000× on a Tecnai G2 electron microscope oper-
ating at 200 kV and equipped with a field emission gun. Bacterio-
phage T4 was vitrified, and the 40.5 Å axial spacing of its tail sheath
was used as an internal magnification standard.
Circular Dichroism Spectroscopy
The peptide FGFKDIIRAIRRI was chemically synthesized, and its
far UV CD spectra was recorded in a Jasco J-720 dichrograph, by
using 0.1 and 1 mm cells at 25°C. Each spectrum is the accumula-
tion of three scans. The peptide concentrations used were com-
prised of between 10 and 200 M. The CD spectra were analyzed
as described (Jiménez et al., 1999) (Figure S2).
Image Analysis
General image processing operations were performed by using PIC
Software (Trus et al., 1996). Micrographs were assessed for resolu-
tion and astigmatism by computer Fourier analysis, and defocus
values were estimated from the positions of the first zero of the
contrast transfer function (ctf). For selected micrographs analyzed
(81 for IBDV particles, and 82 for HT-466 capsids), defocus values,
determined with the Bsoft package (Heymann, 2001), ranged from
0.6 to 3.7 m (first ctf zeros at spacings of 12–30 Å, respectively).
Suitable micrographs were scanned with a Zeiss PhotoScan TD
scanner at 7 m/pixel and were binned to give 21 m pixels (4.2 Å
at the specimen). Particle images were extracted and prepro-
cessed with X3dp (Conway et al., 1993). Initial estimates of orienta-
tion angles were obtained for a base set of particles by the Polar
Fourier Transform (PFT) algorithm (Baker and Cheng, 1996), taking
as a starting model the IBDV 3DR, appropriately scaled, at 28 Å
resolution (Castón et al., 2001). A new density map was calculated
and was used for all subsequent orientation and origin refinements,
by using a modified version of the PFT algorithm altered to use
both phase and amplitude information (D.M. Belnap et al., personal
communication). Phases were ctf corrected by simply flipping the
phases in the required lobes of the ctf. No amplitude corrections
were applied. Reconstructions were calculated by using Fourier-Bessel techniques (Crowther, 1971). The final reconstructions com-
bined 10,849 and 1,557 images for IBDV and HT-466 capsids and
achieved resolutions by the Fourier shell correlation (FSC) criterion
(0.5 threshold) of 12 and 15 Å, respectively. Another reconstruction
for smaller HT-466 capsids was calculated from the same set of
micrographs. The resolution of the final reconstruction, containing
108 particles, was estimated to be w23 Å, as assessed by Fourier
ring correlation analysis (Conway et al., 1993).
Spherically averaged radial density profiles were calculated for
both T=13 maps and were normalized and scaled to match the
fit between both profiles. Difference maps were then obtained by
subtraction and changing the order of the two maps. For surface
rendering of the resulting difference maps (shown in red in Figures
8E and 8F), small islands of density were filtered out, considering
only the major differences at radii corresponding to the protein
shell.
Supplemental Data
Supplemental Data including two figures and two tables are avail-
able at http://www.structure.org/cgi/content/full/13/7/1007/DC1.
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Most double-stranded RNA viruses have a characteristic capsid consisting of 60 asymmetric coat protein dimers in a so-called T = 2
organization, a feature probably related to their unique life cycle. These capsids organize the replicative complex(es) that is actively involved in
genome transcription and replication. Available structural data indicate that their RNA-dependent RNA polymerase (RDRP) is packaged as an
integral capsid component, either as a replicative complex at the pentameric vertex (as in reovirus capsids) or as a fusion protein with the coat
protein (as in some totivirus). In contrast with members of the family Reoviridae, there are two well-established capsid arrangements for dsRNA
fungal viruses, exemplified by the totiviruses L-A and UmV and the chrysovirus PcV. Whereas L-A and UmV have a canonical T = 2 capsid, the
PcV capsid is based on a T = 1 lattice composed of 60 capsid proteins. We used cryo-electron microscopy combined with three-dimensional
reconstruction techniques and hydrodynamic analysis to determine the structure at 13.8 A˚ resolution of Helminthosporium victoriae 190S virus
(Hv190SV), a totivirus isolated from a filamentous fungus. The Hv190SV capsid has a smooth surface and is based on a T = 2 lattice with 60
equivalent dimers. Unlike the RDRP of some other totiviruses, which are expressed as a capsid protein-RDRP fusion protein, the Hv190SV RDRP
is incorporated into the capsid as a separate, nonfused protein, free or non-covalently associated to the capsid interior.
D 2005 Elsevier Inc. All rights reserved.Keywords: Hv190SV; Double-stranded RNA; Virus capsid; Cryo-electron microscopy; Three-dimensional structureIntroduction
Double-stranded (ds)RNA viruses share numerous general
architectural and functional principles (Lawton et al., 2000;
Mertens, 2004). With the exception of birnaviruses (Bo¨ttcher et
al., 1997; Casto´n et al., 2001) and chrysoviruses (Casto´n et al.,
2003), all dsRNA viruses from the mammalian reoviruses to
the bacteriophage f6, including plant and fungal viruses, share0042-6822/$ - see front matter D 2005 Elsevier Inc. All rights reserved.
doi:10.1016/j.virol.2005.11.038
Abbreviations: 3DR, three-dimensional reconstruction; CP, capsid protein;
cryo-EM, cryo-electron microscopy; ds, double-stranded; ctf, contrast transfer
function; Hv190SV, Helminthosporium victoriae 190S virus; RDRP, RNA-
dependent RNA polymerase.
* Corresponding author. Fax: +34 91 5854506.
E-mail address: jrcaston@cnb.uam.es (J.R. Casto´n).a specialized capsid consisting of 120 protein subunits in a so-
called T = 2 organization. T = 2 capsids are used as a template
to prime the assembly of surrounding capsids (Grimes et al.,
1998; Johnson and Reddy, 1998), as organizers of the genome
and replicative complex within them (Lawton et al., 2000;
Patton et al., 1997), and as molecular sieves to isolate dsRNA
molecules or replicative intermediates (Diprose et al., 2001;
Lawton et al., 1997). This tendency is followed by numerous
well-studied members of the family Reoviridae. There are
nonetheless many fungal and protozoal dsRNA viruses that
remain to be characterized structurally. L-A virus (Wickner,
2001), the type species of the genus Totivirus in the family
Totiviridae, which infects the yeast Saccharomyces cerevisiae,
is the best molecularly and structurally characterized totivirus,
and has a canonical T = 2 layer (Casto´n et al., 1997). The6) 323 – 332
www.e
J.R. Casto´n et al. / Virology 347 (2006) 323–332324totivirus UmV, which infects the corn pathogen Ustilago
maydis, also has a T = 2 layer (Cheng et al., 1994). Furthermore,
Penicillium chrysogenum virus (PcV), a symptomless fungal
virus of the family Chrysoviridae (Ghabrial et al., 2005; Jiang
and Ghabrial, 2004), has an authentic T = 1 capsid with 60
equivalent protein subunits (Casto´n et al., 2003).
This study addresses the capsid structure of the totivirus
Helminthosporium victoriae 190S virus (Hv190SV). Hv190SV
infects the phytopathogenic filamentous fungus Helminthos-
porium victoriae (teleomorph: Cochliobolus victoriae), the
causal agent of Victoria blight of oats (Sanderlin and Ghabrial,
1978). The Hv190SV genome is a single-segment dsRNA
molecule (5178 bp; (Huang and Ghabrial, 1996)) that encodes
the capsid protein (CP, 772 residues; Mr 81,200; apparent Mr
¨88,000), and a minor virion-associated protein, the RNA-
dependent RNA polymerase (RDRP, 770 residues; Mr 84,300;
apparent Mr ¨92,000). In a major difference from L-A virus,
however, Hv190SV RDRP is expressed as a separate nonfused
protein rather than as a CP-RDRP fusion protein, even though
CP and RDRP open reading frames (ORF) have overlapping
stop and start codons (Soldevila and Ghabrial, 2000). This
implies that the RDRP is incorporated into the capsid interior
as a free protein, thus sharing certain analogies to the PcV
particle (Casto´n et al., 2003). Although the Hv190SV capsid is
encoded by a single gene, it contains three closely related CP,
p78, p83 and p88 (Ghabrial et al., 1987). p88 is the primary
translation product, and p83 and p78 represent posttranslational
proteolytic processing products of p88 at its C-terminal region
(Huang and Ghabrial, 1996; Huang et al., 1997). In addition,
whereas p88 and p83 are phosphoproteins, p78 is nonpho-
sphorylated (Ghabrial and Havens, 1992). Purified Hv190SV
virion preparations contain two types of particles, 190S-1 and
190S-2, that differ slightly in sedimentation rates and in capsid
composition, and probably represent different stages in the
virus life cycle (Ghabrial, 1994). The 190S-1 capsids contain
p88 and p83 in equimolar amounts, and the 190S-2 capsids are
composed of similar amounts of p88 and p78.Fig. 1. Analysis of Hv190SVempty particles by SDS-PAGE and cryo-electron micro
vector containing CP coding region (lane 1), and purified Hv190S virions from a nat
SDS-PAGE and stained with Coomassie brilliant blue. Positions of p88, p83 and p78
(lane 3). (B) Cryoelectron micrograph of Hv190SV empty capsids. Scale bar, 50 nThese functional and molecular features make characteriza-
tion of the Hv190SV capsid structure an attractive prospect. We
used cryo-electron microscopy (cryo-EM) combined with
three-dimensional reconstruction (3DR) and complementary
biophysical techniques to determine the structure at 13.8 A˚
resolution and the protein stoichiometry of the Hv190SV
capsid. We found that Hv190SV, as a representative of
totiviruses that infect filamentous fungi (forming a separate
cluster by phylogenetic analysis), shares the canonical T = 2
capsid with totiviruses that infect yeast and possibly those that
infect parasitic protozoa. Comparative analyses of L-A and
Hv190SV CP nonetheless suggest a new arrangement of the
Hv190SV capsid protein domains.
Results
Virions and virus-like particle purification
Hv190SV virions and empty capsids were purified after two
cycles of differential centrifugation and linear sucrose density
gradient centrifugation (see Materials and methods). Whereas
full virions were purified from a naturally infected fungal
isolate, Hv190SV empty capsids were expressed in a virus-free
fungal host transformed with a CP recombinant vector
(pCB190S-mt; Annamalai and Ghabrial, unpublished results).
In both cases, homogeneous populations of particles were
obtained, as tested in Coomasssie blue stained SDS-PAGE gels
(Fig. 1A). Fractions enriched in Hv190SV particles were
identical and consisted of two major polypeptides (p88 and
p78) in equimolar amounts and a minor polypeptide (p83). As
predicted, no other minor proteins were detected in full virion
preparations, although viral RDRP is known to be present. The
final yield of purified 190SV virions from the naturally
infected isolate is generally low, since two cycles of density
gradient centrifugation are required to remove the chrysovirus
Hv145S, commonly associated with Hv190SV (Sanderlin and
Ghabrial, 1978). A substantially higher yield (20–50 fold) ofscopy. (A) Purified empty particles from a virus-free isolate transformed with a
urally infected fungal isolate (lane 2) were analyzed for protein content by 7.5%
are indicated. The apparent molecular weights of protein standards are indicated
m.
Fig. 2. Assessment of the resolution of the Hv190SV reconstruction. Resolution
curves using the 0.5 FSC criterion were calculated for the Hv190SV empty
capsid with different numbers of particles. Each set of particle images was
subdivided randomly into two subsets, and independent reconstructions were
computed from these data. The resolution (13.8 A˚) at which the correlation
drops below 0.5 is indicated for the set of 14,145 particles.
J.R. Casto´n et al. / Virology 347 (2006) 323–332 325highly purified Hv190S empty capsids was obtained from the
fungal isolate transformed with the pCB190S-mt vector. For
that reason, Hv190SV virus-like particles (VLP) containing
only the CP were selected for subsequent structural analysis by
cryo-EM. Although all apparently empty particles (¨40 nm inFig. 3. Three-dimensional structure of empty Hv190SV capsids. Surface-shaded repr
viewed along a two-fold axis of icosahedral symmetry. To observe the pores in the s
Surface-shaded representation of the outer L-A capsid surface after applying a soft lo
twofold axis of icosahedral symmetry. A- and B-subunits are represented in green an
empty Hv190SV capsid. A- and B-subunits are colored as above for L-A map. Scadiameter) showed a smooth topography typical of dsRNA
fungal viruses, distinct contours were observed depending on
orientation (Fig. 1B).
Three-dimensional structure of Hv190SV empty particles
The three-dimensional structure of Hv190SV VLP was
determined from different cryo-electron micrographs covering
a wide defocus range (first contrast transfer function [ctf] zeros
at spacings of 11 to 28 A˚). The 3DR of Hv190SV VLP was
determined to 13.8 A˚ resolution (Fig. 2). The molecular
topography of the capsid as viewed along an icosahedral two-
fold symmetry axis is shown in Figs. 3A and C. VLP are
completely empty, since internal density is at the same level as
the solvent outside. This map was contoured on the assumption
that 120 CP molecules make up each capsid (see below), using
a value of 0.73 cm3/g as the partial specific volume of protein.
The outer diameter of the capsid, measured from the
spherically averaged radial density profile of the map, was
¨404 A˚, and the average thickness of the capsid shell was ¨37
A˚. The capsid exhibits a typical T = 2 lattice (or a T = 1 lattice
with 120 morphological units). At this moderate resolution,
some features are distinguished on the relatively smooth
topography of the Hv190SV particles. For comparativeesentations of the outer (A) and inner (C) surface of the empty Hv190SV capsid
hell with clarity, only the front hemisphere of the map is shown in panel A. (B)
w-pass filter damped from 14 A˚ down to zero amplitude at 12 A˚, viewed along a
d red, respectively. (D) Close-up view down a twofold axis from outside of the
le bars: (A–C) 100 A˚; (D) 50 A˚.
J.R. Casto´n et al. / Virology 347 (2006) 323–332326purposes, a three-dimensional map of L-A virus was calculated
from the atomic structure coordinates (Naitow et al., 2002)
filtered to ¨14 A˚ resolution (Fig. 3B). L-A and Hv190SV
capsids show relatively rougher and smoother outer surfaces,
respectively. From an structural point of view, the Bluetonge
virus core (BTV core), which is also based on a T = 2 lattice
(Grimes et al., 1998), shares a similar smooth outer surface
with the Hv190SV capsid, even though both viruses are
phylogenetically distant (not shown).
Considering the comparison with L-A (and other T = 2
capsids), and favoring the more compact arrangement, we thus
proposed the tentative placement of subunits on this surface
lattice (indexed by colors in Fig. 3D). The outer surface of the
pentamers is formed of five elongated structures subdivided in
two similar bean-like halves (A-subunits in green), with
another five comparable subunits partially intercalated (B-
subunits in red), but with distinct morphology. Numerous holes
may perforate the shell as in the L-A capsid, and the major
holes at the five-fold axis are partially occluded by a density.Fig. 4. Structural organization of the two nonequivalent CP monomers in the Hv
Hv190SV capsid, as viewed along a twofold axis. The range of the sections shown is
refer to the perpendicular distances of the spherical sections from the center of the p
most sections in green and red, respectively. (B, C) Transverse central sections taken
represent higher densities (i.e., the contrast is reversed relative to Fig. 3A). Scale bAnother aspect, although more pronounced and resembling the
L-A capsid, pertains to the lower density area between the
inner and outer surfaces of the capsid wall (Figs. 3C, 4B, C). In
fact, the protein shell in the radial density profile of the
Hv190SV map shows two discernible density peaks located at
¨193 and ¨174 A˚ from the particle center (not shown).
Structural features of the CP subunits are conveniently
viewed in spherical sections through the density map and the
approximate boundaries and interactions between CP are
colored (Fig. 4A). The putative CP dimer as the protomer of
the capsid is formed by A- and B-subunits oriented in parallel,
with the A-subunit slightly protruding (¨4 A˚) over the B-
subunit (coded red (B) and green (A) in Fig. 4A). An A-subunit
seen at a radius of 193 A˚ is thus easily superimposed on a B-
subunit seen at a radius of 189 A˚ (Fig. 4A). We observed that
the quaternary organization of the Hv190SV particle is
strikingly similar to the cores of other dsRNA viruses and the
L-A virus: A-subunits cluster around the five-fold axis and B-
subunits around the three-fold axis.190SV empty capsid. (A) Spherical sections through the density map of the
from 202 to 164 A˚, with a radial step of 4–5 A˚ between sections. The numbers
article. Protein is white. A dimer of putative A- and B-subunits is indicated in
from the maps of empty Hv190SV (B) and L-A (C) capsids. Here, darker shades
ar, 200 A˚.
Fig. 5. Sedimentation velocity analysis of Hv190SV empty particles. Apparent
sedimentation coefficient distribution, ls-g*(s), of Hv190S empty particles
(¨1 mg/ml) obtained from sedimentation velocity taken at 12,000 rpm and 20 -C.
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To estimate the copy number for the CP, and to confirm our
3DR map results obtained by cryo-EM, analytical ultracentri-Fig. 6. Phylogenetic trees of CP and conserved RDRP motifs of totiviruses. The phy
(A) and the putative RNA-dependent RNA polymerase proteins (B) of members of th
the nodes. Abbreviations and GenBank sequence acquisition numbers are: Hv19
sapinea RNA virus 1 [AF038665]; TbRV1, Thielaviopsis basicola dsRNA virus 1 [A
GaRV1, Gremmeniella abietina RNA virus L1 [AF337175]; CmRV, Coniothyrium
[AF039080]; LRV1, Leishmania RNA virus 1-1 [M92355]; LRV2, Leishmania RN
Trichomonas vaginalis virus 1 [U08999]; TVV2, Trichomonas vaginalis virus II
Ustilago maydis virus H1 [U01059]; ScV-L-A, Saccharomyces cerevisiae virus L-A
virus 1 [AF356189]. The names of totiviruses that infect filamentous fungi are prinfugation analysis was performed with several samples of
purified Hv190SV VLP (¨1 mg/ml); their sedimentation
velocity behavior is shown in Fig. 5. The sedimentation
coefficient distributions are independent of protein concentra-
tion in the range studied (not shown). Most particles (>95%)
sediment with an apparent sedimentation coefficient of ¨80 S.
This value corresponds to a corrected standard s0 value of 86 T
4 S. Dynamic light scattering experiments with the same viral
particles gave a corrected standard translational diffusion
coefficient D0 of 9.48 T 0.10 m2 s1. From the combined s0
and D0 coefficients, using the Svedberg equation (van Holde,
1985), the molecular mass of the viral particles can be
determined in a shape-independent manner. Using this ap-
proach, we determined that the main species of Hv190SV
particle has a molar mass of 8.6 T 0.4  106 gmol1; these data
correspond to 106 T 5 subunits and are compatible with the
120-CP model.
Phylogenetic analysis of totivirus CP and RDRP
Amino acid sequences of the eight RDRP conserved motifs
(Ghabrial, 1998) and complete CP sequences of 17 totiviruseslogenetic trees are based on amino acid sequences of the totivirus coat proteins
e family Totiviridae. Percent bootstrap numbers (1000 replicates) are shown on
0SV, Helminthosporium victoriae 190S virus [U41345]; SsRV1, Sphaeropsis
Y561500]; HmV17, Helicobasidium mompa No.17 dsRNA virus [AB085814];
minitans RNA virus [AF527633]; SsRV2, Sphaeropsis sapinea RNA virus 2
A virus 2-1 [U32108], LRV4, Leishmania RNA virus 1-4 [U01899]; TVV1,
[AF127178]; TVV3, Trichomonas vaginalis virus 3 [AF325840]; UmVH1,
[J04692]; GLV, Giardia lamblia virus [L13218]; EbRV1, Eimeria brunetti RNA
ted in bold.
Fig. 7. Secondary structure prediction of Hv190SV CP. The secondary structure of L-A CP (680 amino acid residues, ScV-L-A) is compared with the predicted
secondary structure of Hv190SV CP (772 residues). For this analysis, the following CP sequences were used: Hv190SV, TbRV1, HmV17, CmRV, EbRV1, GaRV1,
SsRV1, SsRV2, LRV1, LRV2, and LRV4. Secondary structure motifs are shown as black arrowheads for h-strands, and grey rectangular boxes for a-helices.
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al., 1997). Two phylograms based on multiple alignments of
either CP sequences or RDRP conserved regions, generated by
the PAUP program (Swofford, 2000), are shown in Figs. 6A
and B; the resulting trees were similar. RDRP sequence
analysis suggested that Hv190SV and other totiviruses that
infect filamentous fungi may form a separate cluster from those
that infect the yeast (e.g., L-A), the smut fungus (UmV) and the
protozoa (GLV, LRV and TVV) (Cheng et al., 2003). When
only CP sequence analyses are considered, similar inferences
can be reached. Our analysis of the Hv190SV capsid indicates,
however, that T = 2 architecture is a conserved feature of
totivirus capsids. No significant sequence identity was found
between the CP from these putative clusters.
Hv190SV CP secondary structure prediction
Secondary structure prediction of Hv190SV CP based on
multiple sequence alignments suggested clear differences in
comparison to L-A CP secondary structure (Fig. 7). The
prediction was done using the PHD method (Rost and Sander,
1993), and included 11 CP sequences (see Fig. 7 legend).
Similar results were obtained using the Psipred (McGuffin et
al., 2000) and YASPIN methods (Lin et al., 2005). The average
identity among CP sequences of the Hv190SV cluster is 36%,
although LRV CP sequences were also included in this analysis
(average identity 17%). The low structural similarity between
Hv190SV and L-A CP makes it impossible to obtain a
meaningful superposition of the L-A CP onto the Hv190SV
CP, or to attempt to dock the L-A CP atomic structure into the
Hv190SV 3D map. We therefore infer that the Hv190SV CP
may have different folding.
Discussion
We analyzed the structure and stoichiometry of the Hv190S
empty capsid by three-dimensional cryo-EM combined with
complementary hydrodynamic analysis. Our results demon-
strate that this capsid with a smooth outer surface is composed
of 120 monomers of the CP arranged in a T = 2 layer, or 60
asymmetric dimers in a T = 1 layer. The T = 2 capsid is a
peculiar, yet common architecture for the layer surrounding the
genome of most dsRNA viruses. The two well-established
capsid structures of dsRNA fungal viruses are exemplified by
the canonical T = 2 capsid of the totiviruses (LA and UmV)
and the T = 1 shell of chrysovirus PcV. In contrast with the
extensively studied members of the Reoviridae, it is clear that
more structural data on the features of fungal and protozoaldsRNA viruses are required for comparisons of the function
and evolution of these viruses.
The family Totiviridae encompasses a broad group of
viruses characterized by isometric particles, ¨40 nm in
diameter, that contain a single-segment dsRNA genome, and
persistently infect protozoa and fungi. At present, three genera
have been placed in this family: Totivirus (including L-A and
Hv190S viruses), Giardiavirus, and Leishmaniavirus (the last
two include members that infect parasitic protozoa). Two
distinct RDRP expression strategies have been reported for
totiviruses, (i) those that express their RDRP as a fusion protein
(CP-RDRP) by ribosomal frameshifting, such as L-A and the
totiviruses that infect parasitic protozoa (Dinman et al., 1991;
Stuart et al., 1992; Wang et al., 1993), and (ii) those with an
RDRP as a separate nonfused protein, synthesized by an
internal initiation mechanism (e.g., a coupled termination–
reinitiation mechanism), as proposed for Hv190SV and others
that infect filamentous fungi (Huang and Ghabrial, 1996;
Soldevila and Ghabrial, 2000).
Phylogenetic analysis of CP or RDRP sequences reflects
these differences, and two separate clusters can be envisaged
(Fig. 6). Hv190SV and other viruses infecting filamentous
fungi are closer to each other than to viruses infecting yeast,
smut fungi and protozoa. Since both independent alignments
give similar phylogenetic relationships, the question might be
raised as to whether these viruses should reside in a genus of
their own. Leishmania RNA virus (LRV) behaves as an
intermediate between the two putative clusters; LRV express
its RDRP as a CP-RDRP fusion protein, but the latter is
specifically cleaved by its own cysteine protease (Carrion et al.,
2003; Ro et al., 1997). This might justify why LRV CP shares
higher sequence identity (17%) with Hv190SV and related CP
than with viruses in the second cluster.
Based on the CP sequence analysis of the cluster contain-
ing Hv190SV, we performed secondary structure prediction
analyses. Detailed structural comparisons with L-A CP structure
(Naitow et al., 2002) or with core proteins of other Reoviridae
are inconclusive, since there is no sequence similarity among
them (Reinisch, 2002). At present, there are four T = 2 layers
resolved at atomic resolution; these are VP3 cores of the
orbivirus Bluetongue virus (Grimes et al., 1998), k1 (as well as
k2 and j2) cores of the reovirus in the genus Orthoreovirus
(Reinisch et al., 2000), P3 cores of the Rice dwarf virus in the
genus Phytoreovirus (Nakagawa et al., 2003), and Gag (CP) of
L-A virus (Naitow et al., 2002). Although all four proteins are
predominantly a-helical, k1, P3 and VP3 share overall
conformations and are separated into three domains. Gag has
a different tertiary structure, and Hv190SV CP is apparently
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related CP have proline-rich regions near the C-terminus
(Cheng et al., 2003). Together, these data suggest that the
Hv190SV CP may have a new folding motif.
In contrast to the smooth outer surface of the Hv190SV
empty particles, the surface of L-A CP is uneven. This may
reflect the different roles of the particle surfaces. L-A CP
generates uncapped cellular mRNA by the enzymatic removal
of their 5Vcap structures and attachment to His 154 of L-A CP
(Blanc et al., 1994). The active site of the decapping reaction is
located in a trench structure that contributes the wrinkled
appearance to the outer surface (Naitow et al., 2002; Tang et
al., 2005). L-A can thus compete with host mRNA for the use
of the translation machinery, since it lacks the mRNA capping
machinery (as in reovirus; (Reinisch et al., 2000)). The
decapping and cap binding activities have yet to be demon-
strated for totiviruses other than L-A, although alternative
strategies to enhance viral mRNA expression are possible. It is
tempting to speculate that the totiviruses from filamentous
fungi as a phylogenetic group (Fig. 6) might all have smoother
surfaces. The biological function of the Hv190SV smooth outer
surface, if any, remains an open question. The smooth
Hv190SV particle is similar to the VP3 particle from BTV,
which serves as a template for assembly of a T = 13 outer
protein shell, although this is not applicable to Hv190SV since
it lacks outer protective shells. The putative new folding of the
Hv190SV CP inferred using various secondary structure
prediction methods (Fig. 7) might explain the important
differences between L-A and Hv190SV outer surfaces.
Capsid heterogeneity is another well-studied, striking
feature of Hv190SV (Ghabrial et al., 2002). The CP is initially
synthesized as p88, and may be further posttranslationally
modified by phosphorylation and/or proteolytic processing
(Huang et al., 1997). Nonetheless, none of these modifications
are required for capsid assembly. Instead, we propose that these
modifications play an important role in the life cycle of
Hv190SV, including regulation of transcription/replication and/
or packaging/release from virions of the viral (+) strand RNA
transcript (Soldevila et al., 1998). These different capsid states
can be purified to at least two particle types, distinguishable as
slower (190S-1) and faster (190S-2) sedimenting components
(Ghabrial and Havens, 1992). We also isolated an intermediate
replicative form of Hv190SV that contains single-stranded
RNA and sediments at ¨145S (unpublished results). The
Hv190SV empty capsid we characterize, with a corrected
standard s0 value of ¨90S, co-sediments with the described
113S component from purified virus preparations (Sanderlin
and Ghabrial, 1978). The 113S component resolved by sucrose
density gradient analysis is typically a broad peak, and the
values of ¨90S, as determined from analytical centrifugation,
would be more accurate. It will be of interest to determine
whether these functional states of the capsid are associated with
structural differences.
The T = 2 stoichiometry and associated molecular architec-
ture is probably related to the numerous activities related to
RNA synthesis (Lawton et al., 2000; Patton and Spencer,
2000). dsRNA viruses of unicellular and simple eukaryotes,whose life cycles are entirely intracytoplasmic, have only a
single-shelled T = 2 capsid. This is essential for the proper
inclusion of the genome and the replicative machinery, and as a
molecular sieve to isolate dsRNA molecules or replicative
intermediates from host molecules. Although our studies are
limited to Hv190SV empty capsids, some inferences can be
made for Hv190SV full particles. Considering that the diameter
(and therefore, the volume available at the interior of the
capsid) and the genome size for Hv190SV and L-A are in the
same range (¨400 A˚, and 5.1 and 4.6 kbp, respectively), the
viruses should share a relatively low density of packed dsRNA
(which corresponds to an interstrand spacing of ¨35–45 A˚).
These calculations show that fungal dsRNA viruses are
provided with spacious capsids in comparison with other
replicative cores (e.g., the core of BTVand cypoviruses), which
have spacing between dsRNA strands of ¨25 A˚ [reviewed in
(Casto´n et al., 2003)]. The looser packing of the dsRNAwould
probably improve the template motion in the more spacious
transcriptional and replicative active particle. This greater
spacing would apply to fungal and related viruses that only
package a single genomic dsRNA segment per particle and
contain 1–2 copies of the RDRP complex.
The dsRNA virus transcription/replication complex(es) can
be associated to the capsid following two well-described
tendencies, either covalently bound to the inside of the particle
wall as in L-A, or noncovalently associated with the underside
of the T = 2 capsid, as in members of the family Reoviridae.
Since the Hv190Sv RDRP is not expressed as a fusion protein
with the CP, it might be organized as in reoviruses, although we
cannot rule out that RDRP is free in the interior volume or
noncovalently bound to the genome.
Materials and methods
Virion preparation, plasmid construction and fungal
transformation
H. victoriae isolate A-9 (ATCC 42018), known to contain
both Hv190S and Hv-145V (Sanderlin and Ghabrial, 1978),
was used as a source of Hv190S virions. A single conidial
isolate of H. victoriae strain B-2 (B-2ss; ATCC 42020), which
was previously shown to be virus-free (Soldevila et al., 2000),
was used for fungal transformation experiments. A transfor-
mation vector based on the hygromycin B resistance marker
was used to transform isolate B-2ss with a full-length cDNA
clone of Hv190SV (pBC190S) or modified versions thereof
(Annamalai and Ghabrial, unpublished). Expression of
Hv190SV genes is controlled by Cochliobolus heterostrophus
GPD1 promoter and Aspergillus nidulans trpC terminator
signals. The vector contains an engineered hygromycin
resistance gene under the control of A. nidulans trpC promoter.
Expression of the Hv190SV CP and RDRP genes in the
hygromycin-resistant transformants was determined by immu-
noblot analysis, as previously described (Huang and Ghabrial,
1996). A modified version of the vector, designated pCB190S-
mt, in which the RDRP ORF was rendered nontranslatable,
was selected for our study since the generated transformants
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particles was superior to that of other transformants or naturally
infected fungal isolate (Annamalai and Ghabrial, unpublished
results).
For virion or empty virus particle purification, all fungal
isolates or transformants were grown on potato dextrose broth
containing 0.5% yeast extract. The purification procedure
previously described for Penicillium chrysogenum virus (Jiang
and Ghabrial, 2004) was followed with the final purification
step made by rate zonal centrifugation in sucrose density
gradients (100–400 mg ml1). All steps were carried out in
buffer A (50 mM Tris–HCl buffer, pH 7.8, containing 5 mM
EDTA and 150 mM NaCl). Selected fractions containing the
Hv190SV particles were used for SDS-PAGE and electron
microscopy analyses.
Cryo-electron microscopy
Samples of fractions containing Hv190SV empty capsids
were diluted until a uniform distribution of particles was
observed (when examined by negative staining). Samples (5
Al drops) were applied to one side of a holey carbon film,
washed twice on buffer A drops, blotted, and plunged into a
liquid ethane bath following standard procedures, as described
(Casto´n et al., 2001; Saugar et al., 2005). Micrographs were
recorded under minimal exposure conditions so that the
specimens imaged received exposures of 6–10 e/A˚2, at
nominal magnification of 50,000 (calibrated using the
40.5A˚ axial spacing of bacteriophage T4 tail-sheath) on a
Tecnai G2 electron microscope operating at 200 kV and
equipped with a field emission gun.
Image analysis
General image processing operations were performed using
PIC Software (Trus et al., 1996). Micrographs were assessed
for resolution and astigmatism by computer Fourier analysis,
and defocus values estimated from the positions of the first
zero of the ctf. For the 30 selected micrographs analyzed
(which includes 15,717 particles), defocus values, determined
with Bsoft package (Heymann, 2001), ranged from 0.6 to 3.0
Am (first ctf zeros at spacings of 11–28 A˚, respectively).
Suitable micrographs were scanned with a Zeiss PhotoScan TD
scanner at 7 Am/pixel and binned to give 21 Am/pixels (4.2A˚ at
the specimen). Particle images were extracted and preprocessed
with X3dp (Conway et al., 1993). Initial estimates of
orientation angles were obtained for a base set of particles by
the Polar Fourier Transform (PFT) algorithm (Baker and
Cheng, 1996), taking as starting model the three-dimensional
map of empty L-A particles, band-limited to 35 A˚ resolution
and appropriately scaled (Cheng et al., 1994). A new density
map was calculated and used for all subsequent orientation and
origin refinements, using a modified version of the PFT
algorithm altered to use both phase and amplitude information
(D.M. Belnap et al., unpublished). Phases were ctf corrected by
simply flipping the phases in the required lobes of the ctf.
Enhancement of the high-resolution Fourier amplitudes wasbased on X-ray data from L-A viral capsid (Naitow et al.,
2002). The decay of amplitudes was calculated using the
spatial frequency components from the Hv190SV map (with an
effective resolution of 13.8 A˚) and the X-ray map of L-A virus.
The decay profile of the Hv190SV map was then adjusted to
match the profile from the X-ray map, and the fitted function
was applied to the Hv190SV map between the frequency range
245 to 12 A˚. Finally, a soft low-pass filter was applied between
14 and 12A˚. This is analogous to adjusting the temperature
factor of the two structures to be similar.
Reconstructions were calculated using Fourier–Bessel
techniques (Crowther, 1971). The final reconstruction com-
bined 14,152 images (90% of the total particles), and achieved
resolution by the Fourier shell correlation (FSC) criterion (0.5
threshold) of 13.8 A˚. Although only two other tests are shown
in Fig. 2 (60%–9430 particles–and 30%–4715 particles),
additional tests were calculated, from 20% to 80% (data not
shown), but no improvement was observed.
The L-A X-ray three-dimensional map was generated by
VIPER (Reddy et al., 2001) (http://mmtsb.scripps.edu/viper/
viper.html), and the resolution of the three-dimensional map
was filtered to 14 A˚ by using the Spider software package. The
central section of the L-A map (Fig. 4C) was made with a ctf
imposed by scaling its one-dimensional power spectrum to the
Hv190SV capsid map section’s one-dimensional power spec-
trum. A two-dimensional FFT was calculated for the central
section of Hv190SV map, and a one-dimensional radial
average was calculated. This one-dimensional radial average
is representative of the power spectrum of the electron
microscope ctf. The same operations were done on the central
section from the filtered L-A X-ray map. The one-dimensional
power spectrum of the Hv190SV map was divided by that of
the X-ray map generating a set of scaling factors, which when
appropriately multiplied times the two-dimensional FFT of the
LA map imposed the electron microscope ctf of HV190SVonto
LA. This scaling method assumes that the signal component of
each power spectrum is roughly the same, and that differences
in the power spectrum represent primarily the electron
microscope’s ctf. The inverse FFT yielded the image shown
in Fig. 4C.
Three-dimensional model images were produced using the
UCSF Chimera package (Pettersen et al., 2004).
Hydrodynamic analysis of Hv190SV empty particles
Sedimentation velocity
The experiments were done using viral particles (loading
concentration ranging from 0.5 to 5 mg/ml) equilibrated in
buffer A. The sedimentation velocity runs were carried out at
12000 rpm and 20 -C in an XL-I analytical ultracentrifuge
(Beckman-Coulter Inc.) with the interference optics detection
system, using an An60Ti rotor and 12 mm double-sector
centrepieces. The sedimentation coefficient distributions were
calculated by least-squares boundary modeling of sedimenta-
tion velocity data using the ls  g*(s) method (Schuck and
Rossmanith, 2000), as implemented in the SEDFIT program.
These experimental sedimentation coefficients were corrected
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Holde, 1985)) using the SEDNTERP program (Laue et al.,
1992) to get the corresponding s0 values. The latter program
was also used to calculate the partial specific volume of
Hv190S (0.729 ml/g) from its amino acid composition (Huang
and Ghabrial, 1996).
Dynamic light scattering
The DLS experiments were performed at 20 -C in a
DynaPro-MS/X instrument (Protein Solutions Inc.), using
two concentrations of viral particles (0.5 and 1 mg/ml). The
translational diffusion coefficients (D) of the viral particles
were determined from the scattering data with the DYNAMICS
autocorrelation analysis software (version 6, Protein Solutions
Inc.). These experimental values were corrected for buffer and
concentration (van Holde, 1985) to get the standard D0
coefficients.
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Infectious bursal disease virus (IBDV), a double-stranded RNA (dsRNA) virus belonging to the Birnaviridae
family, is an economically important avian pathogen. The IBDV capsid is based on a single-shelled T13
lattice, and the only structural subunits are VP2 trimers. During capsid assembly, VP2 is synthesized as a
protein precursor, called pVP2, whose 71-residue C-terminal end is proteolytically processed. The conforma-
tional flexibility of pVP2 is due to an amphipathic -helix located at its C-terminal end. VP3, the other IBDV
major structural protein that accomplishes numerous roles during the viral cycle, acts as a scaffolding protein
required for assembly control. Here we address the molecular mechanism that defines the multimeric state of
the capsid protein as hexamers or pentamers. We used a combination of three-dimensional cryo-electron
microscopy maps at or close to subnanometer resolution with atomic models. Our studies suggest that the key
polypeptide element, the C-terminal amphipathic -helix, which acts as a transient conformational switch, is
bound to the flexible VP2 C-terminal end. In addition, capsid protein oligomerization is also controlled by the
progressive trimming of its C-terminal domain. The coordination of these molecular events correlates viral
capsid assembly with different conformations of the amphipathic -helix in the precursor capsid, as a
five--helix bundle at the pentamers or an open star-like conformation at the hexamers. These results,
reminiscent of the assembly pathway of positive single-stranded RNA viruses, such as nodavirus and tetravi-
rus, add new insights into the evolutionary relationships of dsRNA viruses.
Infectious bursal disease virus (IBDV) infects young chick-
ens, causing a highly contagious disease that targets the pre-
cursors of antibody-producing B cells (4). This avian disease is
economically relevant to the poultry industry worldwide (45).
IBDV belongs to the genus Avibirnavirus in the family Birna-
viridae. The IBDV virion is spherical, with a diameter of 650
to 700 Å, and contains two double-stranded RNA (dsRNA)
segments, of 3.2 and 2.8 kbp (segments A and B, respectively),
and five encoded mature proteins (VP1 to VP5) (15). Most of
these proteins are encoded by segment A, which has two par-
tially overlapping open reading frames; the first one encodes a
dispensable nonstructural protein, VP5 (17 kDa), and the sec-
ond encodes three proteins synthesized as a polyprotein (110
kDa). Segment B has a single open reading frame encoding
VP1 (98 kDa), the RNA-dependent RNA polymerase (47).
The viral polyprotein is cotranslationally processed by the viral
protease VP4 (5, 17), rendering the VP2 precursor, termed
pVP2 (512 residues; 54.4 kDa), VP3 (29 kDa), and VP4 (27
kDa). Most of the pVP2 C-terminal region is further processed
at three Ala-Ala bonds, which are secondary VP4 targets (po-
sitions 487, 494, and 501) (38). The resulting intermediate
pVP2 is again cleaved, by an unknown mechanism, between
residues 441 and 442, giving the mature VP2 polypeptide (47
kDa) (Fig. 1). The released C-terminal peptides remain inside
the capsid (14). VP2 (and a residual amount of pVP2), repre-
senting 50% of the total protein, is the structural component
in the capsid, and VP3 (40%) is a multifunctional protein
that interacts with pVP2, dsRNA, VP1, and itself (28, 29).
IBDV has a relatively complex icosahedral capsid (protein
mass,37 MDa) based on a single T13 levo lattice (6, 12, 39)
and formed by 260 VP2 trimers making 12 pentamers and 120
hexamers. From strict geometric considerations, VP2 trimers
adopt five distinct conformations (a to e); however, contacts
between VP2 trimers are all quasi-equivalent. Differences in
subunit interactions and conformations are variable in all ico-
sahedral capsids analyzed to date. The distinct conformational
states may be controlled by alternatives between order and
disorder of flexible regions in the protein (loops and N and C
termini), ds- and ssRNA, metal ions, pHs, or combinations of
all these (23). These factors, referred to as molecular switches,
may be insufficient, especially when large and/or complex vi-
ruses are considered. Complex capsids require one or more
auxiliary proteins (scaffold, accessory, and proteolytic proteins)
acting as morphogenic factors to trigger structural changes
(16, 32).
Recent studies of the IBDV capsid have resulted in progress
towards understanding the molecular factors involved in as-
sembly. Expression of mature VP2 alone results in the spon-
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taneous assembly of icosahedral T1 subviral particles (SVP)
with an all-pentamer capsid, whereas pVP2 or intermediate
pVP2 variant expression leads to the assembly of tubular struc-
tures with a hexagonal lattice (9, 39). The pVP2 C-terminal
domain, a 71-residue sequence (Fig. 1), is responsible for al-
lowing the formation of multiple VP2 conformations; specifi-
cally, this ability resides within the amphipathic -helix at res-
idues 443 to 452 (39). VP3, the other major structural protein,
also participates in the inherent polymorphism of pVP2
through interaction with the pVP2 C-terminal end (36), work-
ing as a canonical scaffolding protein. In the absence of VP3,
efficient T13 capsid-like assembly can be achieved but re-
quires a His tag bound covalently at the VP2 N terminus
(chimeric protein His-VP2-466; 466 residues), which probably
mimics VP3 function during virion assembly (39). Comparison
of VP3 and His tag sequences revealed some degree of simi-
larity between the VP3 C-terminal residues (DEDLE) and the
acidic region of the His tag (DYDIPTTE).
The atomic structure of the T13 virion was recently solved
by X-ray crystallography to 7 Å (12), and that of the T1 SVP
capsid was resolved to 3 (12) and 2.6 Å (21, 27). The VP2
subunit is folded into three domains, termed the projection
(P), shell (S), and base (B) domains (Fig. 1). Domains S and P
are -barrels, oriented such that the -strands are tangential
and radial to the particle surface, respectively. The B domain
consists of N- and C-terminal -helices that line the inner
capsid surface. Domains S and B together are unexpectedly
similar to the capsid proteins (CPs) of positive-sense ssRNA
viruses, such as noda- and tetraviruses (12). In this study, we
investigated different IBDV-related structures at or close to
subnanometer resolution, combined with VP2 atomic models.
The availability of three-dimensional models close to the na-
tive state allows us to define major conformational changes of
specific secondary structural elements of VP2 that regulate the
formation of pentamers and hexamers during the assembly
process.
MATERIALS AND METHODS
Purification of virions and pVP2 deletion mutant protein-derived capsids.
IBDV strain Soroa was purified from QM7 quail muscle cells (39) and stored in
PES buffer [25 mM piperazine-N,N-bis(2-ethanesulfonic acid) (PIPES), pH 6.2,
150 mM NaCl, and 20 mM CaCl2]. H5 insect cells were infected with the
appropriate recombinant baculoviruses (39), and T1 SVP and His-VP2-466
capsids were purified as described previously (9).
Cryo-electron microscopy (cryo-EM). Capsid samples (5 l) were applied to
one side of a holey carbon film, washed twice with water, blotted, and plunged
into liquid ethane following standard procedures (9, 39). Micrographs were
recorded under low-dose conditions (10 e/Å2) in a Tecnai G2 electron mi-
croscope operating at 200 kV and equipped with a field emission gun, using a
nominal magnification of 	50,000 (calibrated using the 40.5-Å axial spacing of
the phage T4 tail sheath).
Image analysis. General image processing operations were performed using Bsoft
(http://www.niams.nih.gov/rcn/labbranch/lsbr/software/bsoft/), Xmipp (http://xmipp
.cnb.csic.es/), and Spider (http://www.wadsworth.org/spider_doc/spider/docs/).
For selected micrographs analyzed (129 for IBDV particles, 82 for His-VP2-
466 capsids, and 23 for T1 SVP), defocus values determined with Bshow
(http://www.niams.nih.gov/rcn/labbranch/lsbr/software/bsoft/bshow/bshow.html)
ranged from 0.6 to 3.0 m (first zeros of the contrast transfer function [ctf] at
spacings of 11 to 28 Å). A Zeiss PhotoScan TD scanner was used to digitize
suitable micrographs at 7 m/pixel (1.4 Å at the specimen), and micrographs
were binned to give 14 or 21 m/pixel during initial refinement steps. X3d (11)
was used to manually extract particle images, including 15,793 images for IBDV
particles, 1,977 images for His-VP2-466 capsids, and 26,386 images for T1 SVP.
Initial estimates of the origin and orientation angles were determined for a base
set of particles, using polar Fourier transform procedures (2), taking previous
maps, appropriately scaled at a 20-Å resolution, as a starting model (39). A new
density map was calculated and used for all subsequent orientation and origin
FIG. 1. Schematic topology of VP2. Domains P, S, and B are col-
ored red, blue, and green, respectively. Major secondary structural
elements are shown (with -helices as cylinders and -strands as ar-
rows; 310 helices were omitted). Initial and final positions of the -he-
lices of domain B are labeled. The Nter helix (containing residues 1 to
10) is ordered only in a VP2 subunit of the asymmetric unit in the
virion capsid (12). The 71-residue C-terminal sequence (yellow) of the
precursor pVP2 (512 residues), which is absent in mature VP2 (441
residues), contains the amphipathic -helix (the 443-452 sequence)
acting as a molecular switch (39). The viral VP4 protease targets are
indicated by small arrows; cleavage between residues 441 and 442 is
performed by an unknown mechanism (large arrow).
FIG. 2. Assessment of the resolutions of the T1 SVP, virion cap-
sid, and His-VP2-466 capsid reconstructions. FSC resolution curves
were calculated for the T1 SVP capsid (blue line), the T13 virion
capsid (red line), and the T13 His-VP2-466 capsid (green line). Each
set of particle images was subdivided randomly into two subsets, and
independent reconstructions were computed from these data. The
resolutions where the correlations drop below 0.5 and 0.3 are indi-
cated. For the 0.3 threshold, the value for IBDV was 10.4 Å, that for
the His-VP2-466 capsid was 14.0 Å, and that for T1 SVP was 7.2 Å
(for the 0.5 threshold, the values were 11.6, 15.4, and 7.8 Å,
respectively).
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refinements. Phases were ctf corrected by flipping them in the required lobes of
the ctf with the Bsoft bctf routine. Enhancement of the high-resolution Fourier
amplitudes was based on X-ray data from SVP (21) and IBDV (12) capsids and
was carried out with Spider. Amplitude decay was calculated using the spatial
frequency components from the cryo-EM maps (with an effective resolution
determined by Fourier shell correlation [FSC]) and corresponding X-ray maps.
The decay profile of the cryo-EM maps was then adjusted to match the profile of
the X-ray maps, and the fitted function was applied to the cryo-EM maps in the
frequency range from 245 Å to the maximum resolution achieved. A soft low-
pass filter was then applied.
Three-dimensional density maps were calculated using Fourier-Bessel meth-
ods (13). The final reconstructions combined 9,483, 988, and 23,754 images for
IBDV, His-VP2-466, and SVP capsids, respectively. Resolution was assessed by
FSC calculated between independent half-data-set maps, applying a correlation
limit of 0.5 (or 0.3). The resolutions calculated for IBDV, His-VP2-466, and T1
SVP capsids were 11.6 Å (10.4 Å), 15.4 Å (14.0 Å), and 7.8 Å (7.2 Å), respectively
(Fig. 2).
Density maps and atomic models were visualized with UCSF Chimera soft-
ware (http://www.cgl.ucsf.edu/chimera/), except for Fig. 8A and B, which were
made with PyMol (http://pymol.sourceforge.net).
Atomic model manipulation and fitting into cryo-EM maps. The crystal struc-
tures of the T13 virion capsid and the T1 SVP containing the first 441 VP2
residues have been determined to 7-Å and 3-Å resolutions, respectively, by
Coulibaly et al. (12) (PDB entries 1WCE and 1WCD). Recently, we determined
the crystal structure of the closely related T1 SVP containing the first 452
amino acids of pVP2 at a 2.6-Å resolution (21) (PDB entry 2GSY). Situs (48;
http://situs.biomachina.org/) and Uro (34) were used to fit the atomic structures
of VP2 derived from SVP (PDB entries 2GSY and 1WCD) and the IBDV T13
asymmetric unit (PDB entry 1WCE) to cryo-EM maps. For the T1 SVP, both
programs yielded essentially the same fits. Uro fitting was carried out on the
entire cryo-EM map; each VP2 chain (PDB entry 1WCD) in the complete X-ray
structure was treated independently, and icosahedral symmetry was applied. The
excellent matching of the original and fitted X-ray models demonstrated that the
shell and protruding spikes are stable structures. Situs fitting was carried out on
local volumes encompassing the target density (segmentation of the volume
corresponding to a trimer or a pentamer was done with Spider), and each X-ray
model (comprising three or five VP2 chains) was treated as a single rigid body.
For T13 capsids, a similar approach was performed. Uro yielded essentially
identical results with the three X-ray models used for the T13 cryo-EM maps,
with 13 independent VP2 monomers, 4 independent trimers (a to d) and a
monomer (e), and the entire asymmetric unit, with a root mean square deviation
between C- positions of 1.8 Å. Situs fitting was carried out on densities com-
prising the asymmetric unit, a pentamer, and the two classes of hexamers for
IBDV and His-VP2-466 capsids.
FIG. 3. T1 SVP cryo-EM reconstruction. (A) Representative cryo-electron micrograph of T1 SVP capsids. Bar 200 Å. (B) Central section
of the SVP map. Red arrows point to the densities (red circles) where the 4 helix was fitted. Bar  25 Å. (C) Shaded surface representation of
the complete SVP, at 7.2-Å resolution, with a highlighted VP2 trimer (white). Bar  25 Å. (D) SVP 50-Å-thick slab. VP2 (PDB entry 2GSY)
secondary structure elements are color coded by domain (red, P; blue, S; and green, B). (E) VP2 trimer X-ray model (PDB entry 2GSY) fitted
into the corresponding density in the 7.2-Å cryo-EM map. The VP2 chain (452 residues) lacks 7 N-terminal and 11 C-terminal residues. The
C-terminal 4 helices from adjacent VP2 chains that project towards the base of the threefold axis are not shown. Arrows indicate the cut directions
to show P and S domain fits in panel F. (F) Transversal sections through P and S domains to visualize the fit of the two -sheets. The map is
contoured at 2
 above the mean density (i.e., less density is visible), showing the physical separation of the two -sheets and a fictitious cavity (the
hydrophobic core) between them.
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The T1 SVP cryo-EM density encompassing helix 4 at the C-terminal end
of VP2 (residues 434 to 439) was revealed in a difference map. Since helix 4 in
the X-ray model did not superimpose with its corresponding rod-like density in
the cryo-EM map, the following two equivalent X-ray models were used: SVP
made by VP2-441 (12) (PDB entry 1WCD), in which helix 4 is not visible, and
SVP made by VP2-452 (21) (PDB entry 2GSY) after deleting the position
information for the 4 helix. Identical difference maps were obtained by sub-
tracting either X-ray model from the cryo-EM reconstruction. Next, a region in
the difference volume encompassing a VP2 trimer was used to fit the 4 helix by
the colores routine of Situs. Situs generated the same set of three nearly iden-
tical, symmetry-related results. Correlation coefficients between atomic models
and cryo-EM density maps were calculated with Uro and Spider as described
previously (44) and were as follows: for T1 SVP, 89%; for the T13 virion
capsid, 85%; and for the T13 His-VP2-466 capsid, 80%.
The helix Nter (residues 1 to 10) in pentamers of the T13 capsids did not
superimpose with their corresponding rod-like densities in the cryo-EM map.
T13 X-ray and cryo-EM maps were less comparable in the resolution range
analyzed, and numerous differences existed between them (see Results). For
those reasons, the helix Nter was manually fitted as a rigid body to the nearest
empty density.
Connecting loops between helices 4 and 3 at the C terminus (for T1 SVP)
and 1 and Nter at the N terminus (for T13 capsids) were modeled using imple-
mentation of the Cyclic Coordinate Descent algorithm (8) included in S-flexfit
(http://www.biocomp.cnb.uam.es/biocomp/public/Software/S_flexfit_web/), and ge-
ometry idealization was performed with the REFMAC5 program (33).
Electrostatic surface potentials for the VP2 pentamer and hexamer (lacking
domain P) were calculated with Grasp (35). For this purpose, the 2.6-Å atomic
coordinates of VP2 from a T1 SVP were superimposed on the C- carbon
skeletons of the VP2 subunits conforming the pentamers and hexamers, deter-
mined at 7 Å. The side chain coordinates of the nonmatching residues were
generated with the server MaxSprout (http://www.ebi.ac.uk/maxsprout/index
.html).
The pVP2 amphipathic  helix (443-GFKDIIRAIR-452) was generated by
using residues 241-EFRDIIDATR-250 of the Leishmania mexicana triose phos-
phate isomerase (PDB entry 1AMK), which have a nearly identical amphipathic
character, as a template. The correct VP2 sequence was then replaced using the
graphic program O (25).
Protein structure accession numbers. Density maps have been deposited in
the Macromolecular Structure Database at the European Bioinformatics Insti-
tute, with accession numbers EMD-1237 for T1 SVP, EMD-1238 for IBDV,
and EMD-1239 for His-VP2-466.
RESULTS
Structure of T1 SVP. A cryo-micrograph of T1 SVP
assembled from a 456-amino-acid pVP2 variant is shown in
Fig. 3A. The final density map of the T1 capsid was calcu-
lated to a 7.2-Å resolution (Fig. 3B and C). The molecular
architecture of the dodecahedral capsid is essentially as previ-
ously described (6, 9, 12); the most prominent feature is the
presence of 20 trimeric protrusions arranged equivalently (Fig.
3C). At this resolution, numerous rod-like and, less clearly,
sheetlike densities are apparent (Fig. 3B and C). Secondary
structural elements were identified by docking the closely re-
lated 2.6-Å VP2 X-ray map (containing the first 452 residues;
PDB entry 2GSY) (21) into the cryo-EM map (Fig. 3D to F).
Using two quantitative model-fitting programs, Situs (48) and
Uro (34), the results were almost identical. Independently,
secondary structural elements were partially identified with
Helixhunter (22) as well as with Sheetminer and Sheettracer
(26; not shown). The concordance of the two maps is clear in
the matching of P and S domain -barrels in the corresponding
regions of the cryo-EM map, which shows -sheets of both
domains (Fig. 3E and F).
Conformational flexibility of the VP2 C-terminal -helix.
VP2 domain B (PDB entry 2GSY) is formed mainly by -he-
lices from N- and C-terminal extensions facing the T1 SVP
inner surface. Whereas the N-terminal 1 and C-terminal 2
FIG. 4. Conformational flexibility of the VP2 C-terminal -helix. (A) Bottom view (facing the inner surface of the particle) of the X-ray model
of the VP2 trimer fitted into the T1 SVP cryo-EM map. -Helices (1 to 4) of domain B (green) are indicated for a VP2 chain. 3 and 4 helices
of three neighboring VP2 chains (magenta) that project towards the threefold axis of the trimer are also shown (labeled for a neighboring VP2
chain). Black arrows point to the three cryo-EM densities that remained empty after fitting of the original VP2 X-ray model (PDB entry 2GSY).
The schematic diagram in the inset indicates bottom and side views of four VP2 trimers after filtration to 15 Å. Note the -helix swapping (bottom
view) and bent contacts (side view) between T1 SVP VP2 trimers. (B) Same as panel A, but the C-terminal 4 helices of neighboring VP2 chains
(shown in yellow and contoured in magenta) were remodeled to completely fill the cryo-EM density. Curved black arrows indicate that the
conformational flexibility essentially involves bending the loop preceding the 4 helix. The C-terminal 4 helices of VP2 chains at the threefold
axis are shown unaltered (green).
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and 3 helices fitted remarkably well in the cryo-EM structure,
the C-terminal -helix 4 did not have a corresponding density
in the cryo-EM map (Fig. 4A; also see Fig. 1). At the achieved
resolution in our cryo-EM map, disordered VP2 segments re-
main invisible, as in the equivalent X-ray map. In the 2.6-Å-
resolution map, helix 4 of each VP2 molecule is projected
towards the threefold axis of a neighboring VP2 trimer, medi-
ating domain swapping (21) (Fig. 4A, inset). The cryo-EM
reconstructed volume shows a discernible vacant rod-shaped
density located at the base of each VP2 molecule, adjacent to
helix 4 of a neighboring VP2 molecule (Fig. 3B, red arrows,
and 4A, black arrows). This rod-shaped density was the stron-
gest feature in a difference map calculated between our
cryo-EM map and a density map for a truncated version of the
SVP X-ray structure in which helix 4 was manually deleted
(data not shown). In addition, we considered that the VP2
structure in the vitrified T1 SVP was analyzed under condi-
tions closer to the native state than the crystallized one (e.g., in
the presence of 17% polyethylene glycol and 3% isopropanol)
and assumed that the 4 folding was maintained in both maps.
The proximity between helix 4 of a neighboring VP2 mol-
ecule and the rod-like density suggests the plausible possibility
of fitting helix 4 into this rod, thus maintaining the domain
swapping detected in the X-ray map (Fig. 4B) (see Materials
and Methods). The proposed movement involves allowed rigid-
body rotations of the C- angles in the loop preceding helix 4.
We cannot rule out the possibility that this movement is under-
gone by helix 4 of the same chain (rather than by that from the
neighboring chain), although in this case the movement required
for the -helix is much greater than in the former possibility. In
any case, both alternatives imply that the C-terminal 4 helix is
flexible. This conformational flexibility would be critical when
temporally bound peptides are attached at the end of the 4 helix,
as in the precursor pVP2.
Structure of the T13 virion capsid. Although the IBDV
capsid X-ray structure has been described at 7-Å resolution,
detailed analysis of our cryo-EM data set allowed the obser-
vation of important differences, especially in flexible regions.
The T13 capsid density map was calculated to a resolution of
10 Å (Fig. 5A). The IBDV capsid surface consists of 260
protruding VP2 trimers, arranged in five distinct conforma-
tions (a to e), on the outer surface. The asymmetric unit is
formed by four trimers (a to d), termed the G4 triangle (Fig.
5A, white triangle), and one trimer e subunit. In the T13
lattice, trimer e bridges three G4 triangles to make the 20 flat
faces of the icosahedral capsid. We used Uro to position the
VP2 X-ray map from the 7-Å crystal structure of the IBDV
capsid (12) within the virion cryo-EM map (Fig. 5A) and Situs
to analyze local volumes. Besides the excellent matching of P
and S domains, the inner surface of the cryo-EM virion map
showed densities beneath each B domain with no correspond-
ing masses in the VP2 atomic models (Fig. 5B, shown in yel-
low). Since all VP2 N-terminal segments (comprising about 10
to 12 residues) were invisible in the X-ray structure (Fig. 5B,
inset), except those of the pentameric VP2 chains (Fig. 5B,
inset, F chain), we interpreted these densities as disordered
VP2 N-terminal segments. Comparison of full IBDV and
empty His-VP2-466 capsids supported our interpretation (see
FIG. 5. Fit of the IBDV X-ray model into the virion cryo-EM map. (A) Complete capsid virion (yellow), rendered at 10 Å, with the
superimposed X-ray IBDV structure (magenta). The five VP2 trimer types are indicated by letters a to e; the white triangle indicates the limits
of a G4 triangle. The locations of fivefold, threefold, and twofold axes are also indicated. Bar  100 Å. (B) View from inside the capsid of the
asymmetric unit X-ray model fitted into the corresponding region of the cryo-EM map. White surfaces show densities according to the X-ray
model, displayed at a contour slightly lower than that of the cryo-EM map. Even at this threshold for the filtered atomic model, with P and S
domains being well matched, the solid yellow densities correspond to empty cryo-EM virion densities; these densities probably arise from
disordered VP2 N-terminal segments. A scheme of the asymmetric unit, seen from the inner surface, is shown in the inset. The first and last
residues visible in the X-ray model are indicated for each of the 13 VP2 chains (A to M).
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below). In addition, fitting five VP2 chains into a segmented
virion pentamer showed that the N-terminal -helix (contain-
ing residues 1 to 10) (Fig. 1), which is disordered in SVP VP2,
was the only secondary structural element that was outside the
cryo-EM density map (Fig. 6A, cyan areas). This N-terminal
-helix, denoted Nter, fitted correctly in the nearest empty
cryo-EM density by a rotation in the downstream loop (seg-
ments 11 to 13) and was positioned parallel to the inner surface
of the pentamer (Fig. 6B and C, orange helices). The N-
terminal Nter helix in the T13 capsid therefore exhibits con-
formational flexibility, like the C-terminal 4 helix in the T1
SVP capsid (Fig. 6D to F).
The molecular swapping mediated by helix 4 in the T1
SVP is not present in T13 particles, as shown both in the 7-Å
X-ray structure of intact virions and in our 10-Å cryo-EM map.
This feature can be explained by the coplanarity of neighboring
VP2 trimers in the T13 shell asymmetric unit (Fig. 5B),
whereas VP2 trimers in the T1 SVP form a dihedral angle of
144°, facilitating 4 helix swapping (Fig. 4A, inset).
Structure of the His-VP2-466 capsid. The chimeric protein
His-VP2-466, containing an N-terminal His tag and the non-
processed amphipathic -helix (see scheme in Fig. 1), assem-
bles into empty T13, T7, and T1-like particles (39). We
fitted the IBDV capsid X-ray model into the T13 cryo-EM
map determined at a 14-Å resolution (Fig. 7A and B). The
outer surfaces of the IBDV and His-VP2-466 capsids were
almost superimposable, whereas the inner surfaces showed
clear differences (39). As inferred above for virion capsids, we
also detected similar extra densities beneath each VP2 domain
B. These extra densities should therefore correspond to the
common segments between CPs that form both T13 capsids,
i.e., the disordered N-terminal segment of VP2 chains in the
asymmetric unit and, to a lesser extent, some C-terminal res-
idues (Fig. 5B, inset).
The main structural difference is related to the densities
distributed at the local sixfold (120) and fivefold (12) axes in
the His-VP2-466 capsid, which are absent in the IBDV capsid
(Fig. 7A and B, cyan helices). These densities were mostly
attributable to the C-terminal amphipathic -helix (443-GFK-
DIIRAIR-452) (Fig. 7B, inset), since His tags tend to form a
long loop or random coiled regions (18, 30). We consequently
modeled and manually fitted the amphipathic -helices in
these extra densities following two different arrangements,
namely, a compact bundle of five -helices at the fivefold axis
and an open star-like ring of six -helices at the local sixfold
axis (Fig. 7A and B, shown in blue). A bundle of five amphi-
pathic -helices not only accounts for the egg-like densities at
the fivefold axes but is also stabilized by interactions among the
FIG. 6. VP2 pentamer X-ray model fitted into virion, SVP, and His-VP2-466 capsids. (A) A VP2 pentamer (PDB entry 1WCE; VP2 chain F
lacks five C-terminal residues from position 441) was fitted into the corresponding T13 virion pentameric cryo-EM density. The Nter helix is
shown in cyan; after applying the rotation movement in the downstream loop, the Nter helix is shown in orange, as fitted to the closest empty
cryo-EM density. Black arrows indicate directions of movement. (B and C) Detailed bottom (B) and side (C) views of the T13 virion shell
innermost region at the fivefold axis. Nter helix positions are color coded as in panel A. In these views, only the C-terminal 3 helices are shown
(magenta). (D) A VP2 pentamer (PDB entry 2GSY) was fitted into the corresponding T1 pentameric cryo-EM density. The C-terminal 4 helix
is shown in magenta; after applying appropriate rotation movement in the preceding loop, the 4 helix is shown in yellow and fitted to the closest
rod-shaped cryo-EM density. Black arrows show directions of movement. (E and F) Detailed bottom (E) and side (F) views of the T1 shell
innermost region at the fivefold axis. Helix 4 positions are color coded as in panel D. In these views, only the N-terminal 1 helices are shown
(green). (G) A VP2 pentamer (as in panel A) was fitted in the corresponding T13 His-VP2-466 pentameric cryo-EM density. For clarity, the
helical bundle density (see text) has been removed computationally. The Nter helix is shown in cyan; after applying rotation movement to the
downstream loop, the Nter helix is shown in orange and fitted into the closest empty cryo-EM density. Black arrows indicate directions of
movement. (H and I) Detailed bottom (H) and side (I) views of the T13 His-VP2-466 shell innermost region at the fivefold axis. Nter helix
positions are color coded as in panels A and G. Only C-terminal 3 helices are shown (magenta).
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hydrophobic surfaces of the helices, which would therefore be
protected from the local hydrophilic environment (Fig. 8A).
Following a similar approach to that used for the SVP and
IBDV pentamers, we found that the VP2-466 chain helix Nter
also displays conformational flexibility; Nter helices were re-
oriented, making an 45° angle with the capsid inner surface
(Fig. 6G to I). This change is probably necessary to accommo-
date the densities corresponding to the helical bundle and the
His tag.
The following two major reasons support the modeling of
the amphipathic -helices at the local sixfold axis with an
“open” conformation: (i) connectivity arms with appropriate
dimensions to fit an -helix were visualized directly at the
quasi-sixfold axis in the cryo-EM map (Fig. 7A and B), and (ii)
inspection of the electrostatic potential at the inner surface
shows the hydrophobic local environment that would favor this
conformation by interacting with the hydrophobic side of the
amphipathic helix (Fig. 8B). In this pseudo-atomic model of
the His-VP2-466 capsid, the pentameric helical bundle pro-
trudes inwards, since 3 helices of the VP2 domain B form a
pentameric channel with a small,20-Å diameter (Fig. 8A and
C), whereas amphipathic -helices are partially included in a
broader central region on the inner hexamer surface (Fig. 8B
and D). These distinct spatial arrangements establish different
relationships between adjacent VP2 trimers; VP2 trimers
building the same pentamer are tilted (as in T1 particles and
native T13 virions), making bent contacts between them (di-
hedral angle, 144°), whereas hexameric VP2 trimers are ori-
ented with domain P almost orthogonal to the outer capsid
surface, making flat contacts (dihedral angle, 180°) (Fig. 8A
and B, insets).
DISCUSSION
Structural polymorphism and transient conformations are
common in multiprotein assemblies, such as those described
during cyclic reactions of chaperones (37), dynamic biomach-
ines such as ribosomes (31) and spliceosomes (41), and virus
capsid assembly and maturation (42). The IBDV assembly
pathway is based on a transient molecular switch responsible
for the inherent structural polymorphism of pVP2; for this
reason, no vestige remains in the mature capsid indicating how
this event occurred. The results indicate that the spatial con-
formation of the (p)VP2 C-terminal region defines whether a
pentamer or a hexamer is formed. Once the C-terminal region
has performed this function, it is removed, probably as a safety
mechanism, to render the conformational state irreversible.
Proteolytic processing of the capsid protein precursor. The
IBDV polyprotein is a fusion of precursor pVP2 with the viral
protease (VP4) and the scaffolding protein (VP3). pVP2 un-
dergoes sequential C-terminal processing events mediated by
VP4. The resulting pVP2 intermediate is further cleaved by an
unknown mechanism to render the mature VP2. The progres-
sive processing of pVP2 thus seems to avoid the natural ten-
dency of mature VP2 to assemble into all-pentameric T1
SVP. An effective assembly pathway that avoids the dominance
of aberrant assemblies would be provided by a postassembly
maturation step in which virions are initially assembled as a
procapsid that matures through structural transitions.
Biochemical studies of infectious pancreatic necrosis virus, a
closely related birnavirus, showed the existence of a provirion
(46) that matures by pVP2 processing. Postassembly matura-
tion has been described for noda- and tetraviruses, which as-
semble as provirions with T3 (40) and T4 (7) lattices,
respectively, composed of a single -protein. Provirion matu-
ration is relatively slow and takes place through autocatalytic
cleavage of the -protein (49) mediated by a single aspartic
acid residue. This yields the mature CP  and the -peptide
and leads to rearrangement of the capsid subunits. Considering
FIG. 7. Fit of the virion asymmetric unit into the chimeric His-
VP2-466 cryo-EM map. (A) Inner surface view of the X-ray model of
the asymmetric unit fitted into the corresponding region of the T13
His-VP2-466 cryo-EM map. Cyan surfaces indicate 4 of the 132 (12
pentameric and 120 hexameric densities) difference densities calcu-
lated by subtracting IBDV from the His-VP2-466 capsid. Cyan arrows
indicate the difference densities used to model and fit five and six
amphipathic -helices (segment 443-452 of pVP2 [blue]) at a fivefold
axis (bottom left) and a quasi-sixfold axis (top right), respectively.
(B) Same as panel A, but showing a side view section of the shell. Note
that the S and P domains match with their corresponding densities.
The model used for the amphipathic -helix is shown (inset).
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the functional links (1) and the unexpectedly high structural
similarity between CPs of IBDV and noda- and tetraviruses
(12), as well as their similarities in the assembly pathway, we
postulate that VP2 autoproteolysis is the final processing event
that renders the mature VP2 protein. Furthermore, VP2 has
two aspartic acid residues (Asp391 and -431), either of which
could act as a catalytic residue, as in the CPs of nodavirus
provirions. These residues are in close proximity to VP2
Ala441, located on the interior of the protein shell and inac-
cessible to cellular enzymes.
Pentamer assembly. Although SVP pentamer assembly is
independent of any other viral component, the corresponding
virion and His-VP2-466 capsid pentamers are built in a more
physiological context, and additional factors must be consid-
ered. Comparison of almost identical pentamers from the var-
ious analyzed structures suggests that the relatively large pVP2
C-terminal domain would interfere with the fivefold contacts.
This interpretation is supported by the analysis of T1-like
capsids made by His-VP2-466, whose behavior was refractory
when we attempted to identify their orientations (lack of ico-
sahedral symmetry). The structure of the T13 His-VP2-466
capsid indicated that the VP2 C-terminal domain is processed
sufficiently to allow contacts for those VP2 chains at the five-
fold axis. In virion assembly, this rapid processing would pre-
FIG. 8. Structural conformations of pVP2 amphipathic -helix. (A and B) Inner surfaces of a pentamer (A) and a hexamer (B). Surfaces are
represented with electrostatic potentials calculated with the GRASP program, showing the distributions of negative (red) and positive (blue)
charges. Note the narrow channel (diameter, 20 Å) formed by five 3 helices around the fivefold axis, in contrast with the broader channel at
the quasi-sixfold axis (diameter, 35 Å). The insets indicate the two classes of contacts between adjacent VP2 trimers, namely, bent at the fivefold
axis (two pentameric trimers in red) or flat at the local sixfold axis (a pentameric red trimer and a hexameric green trimer). (C and D) Side views
of ribbon diagrams of a VP2 pentamer (C) and a hexamer (D). For simplicity, the hexamer front half has been removed. The amphipathic -helices
are shown in blue. VP2 chains are shown in magenta, except for the last visible C-terminal amino acid, which is represented as an orange sphere.
At the pentamer (C), Nter helices (yellow) are shown fitted as described in the legend to Fig. 6G to I. At the hexamer (D), Nter helices (green)
are unchanged with respect to the original X-ray model.
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clude the interaction with VP3, resulting in -helical bundle
formation. As a result, VP2 molecules associate as a pentamer
in which contacts between neighbor trimers are bent. Finally,
amphipathic -helices would be removed. This is reminiscent
of basic concepts from the well-established nodavirus assembly
system (40). The different lattice geometry (T13 versus
T3), together with increased complexity, indicates a more
sophisticated assembly pathway for IBDV. The nodavirus cap-
sid is formed by 60 trimers, and the CP forms two different
contacts, as follows: (i) those related by icosahedral twofold
symmetry axes form 60 flat contacts with a 180° dihedral angle,
and (ii) those related by quasi-twofold symmetry axes form 120
bent contacts with a 144° dihedral angle. Flat contacts are due
primarily to insertion of an ordered RNA duplex and, to a
lesser extent, to the presence of an ordered N-terminal peptide
arm in the groove between subunits (19). Kinetic studies sug-
gested that 120 bent subunits are cleaved at a higher rate than
the remaining 60 flat subunits (20). In the T13 lattice, the
contacts between VP2 trimers at the fivefold axis are similarly
bent, with a dihedral angle of 140°. Rapid processing would
lead to helical bundle formation that, once again, is similar to
the pentameric helical bundle made by the -peptide in the
nodavirus capsid (10). In this model, VP2 pentamers could act
as nucleating centers for capsid assembly after joining addi-
tional VP2 trimers with flat contacts (see below).
The conformational flexibility of the 4 helix in SVP VP2
probably has a key role, when VP2 is still assembled as a pVP2
intermediate, for helical bundle formation and/or removal at
the final assembly step. In the virion, most VP2 C-terminal
ends remain disordered, suggesting a relaxed conformational
state once the last proteolytic event has occurred.
Hexamer assembly. Coplanar contacts are formed by VP2
trimers within a G4 triangle and by the e trimer. In our model,
insertion of the VP2 amphipathic -helix into the highly hy-
drophobic grooves that form the broad cavity at the quasi-
sixfold axes would preclude the bending of these contacts. The
amphipathic -helix has an Asp residue (Asp446) between its
hydrophobic and enriched basic residue sides, which could
further stabilize the dominant hydrophobic interactions (Fig.
7B, inset, and 8B). Amphipathic -helix behavior would re-
semble that of the ordered N-terminal peptide arm of the
nodavirus capsid. Previous analysis of pVP2 polypeptides with
variable-length C-terminal extensions showed that the longer
the C-terminal domain, the more probable is hexamer forma-
tion, which would produce primarily tubular structures (39).
Accordingly, the C-terminal domain cleavage would be slower
and thus stabilized by its interaction with VP3.
Our analysis was restricted to His-VP2-466 capsid particles
similar in size to IBDV virions from a sample containing het-
erogeneous assemblies in equilibrium. These particles proba-
bly represent an arrested morphogenetic intermediate and may
constitute a set of conformationally metastable particles. This
interpretation is reflected in the density arms around the quasi-
sixfold axis, which are not identical, and one of which is almost
completely absent (Fig. 7A).
Conclusions. We show a scheme that summarizes our model
for the IBDV assembly pathway in Fig. 9. Structural analysis of
CP topology, virion architecture, and assembly between evo-
lutionarily distant viruses revealed unexpected similarities (3).
IBDV capsid assembly is controlled by scaffolding (VP3) and
proteolytic (VP4 and possibly VP2) proteins that degrade short
CP-specific sequences in consecutive events. This, together
with the VP2 C-terminal flexibility, triggers interactions of the
amphipathic -helix for VP2 assembly into hexamers or pen-
tamers. Interactions via amphipathic -helices may be a com-
mon feature of macromolecular complex activation (24) and,
as found for HIV assembly (43), may serve as an attractive
target for future antiviral strategies. Our data for the IBDV
assembly pathway reinforce the recently suggested evolution-
ary relationships between birnavirus and positive-strand
ssRNA viruses.
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